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The  first  recognized  cases of AIDS,  although not  yet  identified, occurred  in  the USA  in  the 
early  1980s. A number of homosexual men  in New  York  and California  suddenly began  to 
develop rare opportunistic infections, such as pneumocystis pneumonia and Kaposis sarcoma, 






single  cells,  and  cultured  the  T  lymphocytes  with  interleukin‐2  and  antiserum  to  human 











labelled  viral  supernatant  did  not  precipitated  with  the  HTLV  antibodies,  but  could  be 
precipitated with a protein of the patient’s own serum. This protein with a molecular mass of 
about 25 kD seemed to be the equivalent to the p24 protein of HTLV‐1. However they were 
not able  to  isolate  the virus  from  the  lymphocytes. Afterwards, several blood samples  from 
other  infected patients were analysed  in Montagnier  laboratory and other  laboratories, and 
the  first  publications  came  out  at  the  end  of  1983  were Montagnier  and  Gallo’s  groups 
identified a new retrovirus as the causative agent of AIDS (Barre‐Sinoussi et al., 1983; Gallo et 
al., 1983). Gallo claimed that the virus they isolated from an AIDS patient was strikingly similar 
in  shape  to  other  HTLVs  and  designated  by  HTLV‐III.  In  contrast,  Montagnier's  group 
demonstrated  that  the  isolated  virus  was  distinct  from  HTLV‐1  and  named  it  LAV  from 
lymphadenopathy‐associated virus (LAV). HIV was chosen as a compromise between the two 
claims (LAV and HTLV‐III). 
Soon after the  identification of AIDS  in humans, similar symptoms were  identified  in captive 
colonies  of  Asian  rhesus macaques  in  USA  primate  centres.  The  sera  from  these  animals 
showed  cross‐reactivity  to  HIV‐1  antigens,  which  led  to  the  identification  of  the  related 
lentivirus, termed simian  immunodeficiency virus  (SIV)  (Daniel et al., 1985). Subsequently,  it 
was  isolated  a  virus  from West African AIDS  patients  from Guinea‐Bissau  and Cape Verde, 
more closely related to SIV than HIV‐1. This virus, referred to as lymphadenopathy‐associated 
virus type 2 was then denominated as HIV‐2 (Clavel et al., 1986).  








Therefore  it  is  imperative  to continue  to  study HIV‐1  infection giving close attention  to  the 








With  these  goals  in mind,  I  have  performed my  PhD  research,  focused  on  the  interplay 
between HIV and its host. The presented thesis is divided in five chapters: Chapter 1 provides 
a general  introduction and  review of HIV‐1 biology and  the  cellular proteins and pathways 
known  to be  involved  in HIV‐1  infection; Chapter 2 describes  an  iterative  shRNA  screen  in 
Jurkat T cells that we have developed to identify helper factors for HIV‐1 infection. Here it is 
described  the  screen  itself  and  the  identification  and  validation  of  newly  cellular  proteins 
essential  for  HIV‐1  replication;  Chapter  3  presents  the  characterization  of  the  identified 



















































































that  can  eliminate  the  virus  from  its  host.  Despite  all  efforts  this  strategy  has  not  been 
achieved mainly due to the emergence of resistant viruses and to the persistence of latently 
infected viral reservoirs. Hence, it is crucial to identify novel drug targets and new therapeutic 
strategies  to  combat  the  acquired  immunodeficiency  disease  syndrome  (AIDS).  It  is 
conceivable that the use of cellular proteins as antiviral targets instead of viral proteins could 
be a good alternative strategy, once cellular proteins are  less variable than those  from viral 




cell  and  on  the  discovery  of  new  co‐factors  for  HIV‐1  infection. We  have  developed  an 
iterative shRNA screen in Jurkat T CD4+ cells to identify co‐factors for HIV‐1 infection, focusing 
on kinases and phosphatases, a very druggable class of proteins. With this innovative screen 
we  were  able  to  identify  14  new  cellular  proteins  essential  for  HIV‐1  replication  in 
T lymphocytes  but  that  do  not  interfere  with  cell  survival.  We  have  identified  two 
phosphatases, PTPN9 and PTPRE; five kinases, PRKD1, MAP3K2, MAPK9, SGK and STK24; one 










lines‐expressing‐shRNA  for  each  gene  in  study  and  the  role  of  the  identified  co‐factors  in 
different  steps of  the HIV‐1  life  cycle was  then evaluated.  It was  verified  that none of  the 






role  in  different  steps  of HIV‐1  life  cycle  and  verified  that DNA‐PKcs  is  essential  for HIV‐1 
replication. Our results indicated that this co‐factor does not have a role in the early steps of 
HIV‐1  life cycle until viral cDNA  integration but  it  is crucial to HIV‐1‐LTR driven transcription, 
having dramatic effects in the expression of Tat viral protein levels. 
This study brings new insights for the complex interplay of HIV‐1/host cell, showing additional 




































pessoas  vivem  infectadas  com o VIH,  tendo  sido descritos  2,7 milhões de novos  casos  em 
2008.  
O VIH é um  retrovírus do género  lentivírus,  sendo conhecidos dois  tipos de VIH, o vírus da 




Active  AntiRetroviral  Treatment),  embora  consiga  aumentar  a  esperança  de  vida  dos 
indivíduos  infectados  e  diminuir  a  carga  viral,  não  consegue  eliminar  o  VIH‐1  do  seu 
hospedeiro. Uma das principais razões para a persistência da  infecção é o aparecimento de 
mutantes de  resistência nos  indivíduos  infectados devido à baixa  fidelidade da enzima viral 
transcriptase reversa, que gera mutações durante a replicação do genoma viral. Assim sendo, 











comparativamente  com  as  proteínas  virais,  diminuindo  assim  a  probabilidade  do 
aparecimento  de  mutantes  de  resistência.  Deste  modo,  as  proteínas  celulares  são 
consideradas um alvo mais fácil para o desenvolvimento de fármacos antivirais. Por esta razão 
é  imperativo  estudar  a  interacção do VIH‐1  com o hospedeiro,  compreendendo melhor  as 
estratégias  usadas  pelo  vírus  para  explorar  as  vias  bioquímicas  celulares  para  seu  próprio 
benefício. 
Duas  das  famílias  de  proteínas  celulares  consideradas  como  bons  alvos  para  o 
desenvolvimento  de  fármacos  são  as  cinases  e  as  fosfatases.  Estas  proteínas  devido  à  sua 
actividade catalítica e à sua capacidade de controlar as cascatas de sinalização na célula são 
um  promissor  alvo  terapêutico.  Estas  proteínas  são  actualmente  usadas  como  alvos 
terapêuticos para diversas doenças, como o cancro, sendo comercializados vários  inibidores 
químicos.  
Neste  contexto  o  trabalho  desenvolvido  nesta  tese  focou‐se  na  identificação  e  estudo  de 
proteínas  celulares  importantes  para  a  replicação  do  VIH‐1.  Para  isso,  desenvolvemos  um 
método  inovador baseado numa biblioteca de “short hairpin RNAs”  (shRNA) que  tem como 
alvo  principal  as  cinases  e  fosfatases.  As  moléculas  shRNAs,  são  um  tipo  de  RNA  de 
interferência  (RNAi),  que  quando  transcritas  numa  célula  activam  a maquinaria  do RNAi  e 
inibem especificamente o RNA menssageiro celular alvo. O nosso  trabalho baseou‐se numa 
biblioteca  de  shRNAs  clonada  em  plasmídeos  lentivirais.  Estes  vectores  permitiram  a 
produção de  lentivírus que expressam os shRNAs e que após transdução  levam à  integração 
do  shRNA no  genoma da  célula,  tornando  a  sua expressão  constitutiva. Neste  trabalho  foi 
utilizada  a  linha  celular  Jurkat,  uma  linha  celular  imortalizada  de  linfócitos  T  de modo  a 
mimetizar o hospedeiro natural do VIH‐1. Durante o processo, as células Jurkat previamente 
transduzidas com os shRNA lentivirais foram infectadas com VIH‐1 e, as resistentes à infecção, 
foram  recuperadas e  isoladas. Deste modo,  com este procedimento obtivemos  células que 
devido  à  expressão  do  shRNA  adquiriram  resistência  à  infecção  com  VIH‐1.  Após 
sequenciação dos alvos dos shRNA nas células isoladas, conseguimos identificar 14 proteínas 
celulares essenciais para a replicação do VIH‐1 em linfócitos T, que não tinham sido descritas 














linfócitos  T  procedemos  à  confirmação  da  sua  importância  na  replicação  do  VIH‐1  com  a 
constituição de linhas celulares Jurkat a expressarem shRNAs contra cada proteína em estudo. 
Observámos que a regulação negativa das proteínas por parte dos shRNAs leva a uma drástica 
inibição  da  replicação  do  VIH‐1  sem  afectar  a  viabilidade  celular.  Posteriormente, 
continuamos  o  estudo  com  ensaios  de  replicação  para  avaliar  o  efeito  das  proteínas 
identificadas  no  ciclo  de  vida  do  vírus.  Nestes  ensaios  observou‐se  que  a  inibição  da 
replicação do VIH‐1 nos  shRNA  clones é progressiva e acumulativa ao  longo do  tempo. Ao 
analisarmos  especificamente  algumas  das  principais  etapas  do  ciclo  de  vida  do  VIH‐1, 








Numa  fase  final  do  trabalho,  avaliámos  a  função  da  cinase  celular,  DNA‐PKcs,  durante  a 
replicação do VIH‐1, devido à  identificação da proteína CIB2 na selecção  inicial. CIB2 é uma 
proteína muito pouco conhecida e com grande homologia com CIB1, outra proteína celular 
descrita  como  parceira  de  interacção  com  DNA‐PKcs.  DNA‐PKcs  é  uma  proteína  muito 
importante para a célula desempenhando diversas funções, sendo a mais crucial na reparação 
não  homóloga  de  DNA  após  quebras  na  cadeia  dupla  de  DNA.  DNA‐PKcs  já  tinha  sido 
















parece  ocorrer  aquando  da  transcrição  dos  RNAs  virais  a  partir  do  promotor  viral  LTR, 
afectando significativamente os níveis transcripcionais da proteína viral Tat. 





da  replicação do VIH‐1  juntamente com o estudo  funcional de DNA‐PKcs contribuiram para 

































As  minhas  primeiras  palavras  de  agradecimento  são  dirigidas  ao  Professor  Doutor  João 
Gonçalves, orientador desta tese. Agradeço o facto de ter acreditado e apostado em mim; por 
tudo o que me ensinou; pelas longas conversas e debate de ideias; por me ter feito evoluir a 












Obrigada  também por  ter possibilitado a escrita desta  tese no  seu gabinete,  foi uma ajuda 
crucial.  Ao  Professor  João  Vital,  pela  sua  constante  preocupação  e  pelas  suas  histórias 
fantásticas que sempre me presenteou. À Filipa, um muito obrigada, pelo companheirismo e 












Claudia  e  Rita Nogueira  um  beijinho  grande  e  obrigada  por  estarem  lá.  Ao  Fred  pela  tua 
paciência, apoio e boa disposição que sempre me presentiaste. Ao Acil pelas conversas sábias 
e ajuda que sempre  te prontificaste a dar. À Leonor por  toda a ajuda e  tantas horas de P3 
dedicadas  a  este  trabalho.  À  Carina  pela  grande  amiga  que  te  tornaste,  pela  ajuda 
incondicional  e  pela  alegria  e  boa  disposição  que  deixaste  sempre  no  laboratório.  À  Sara, 
obrigada por tudo o que me ensinaste, pela tua força gigante, pelo apoio, por todas aquelas 
horas  de  trabalho  em  conjunto;  pela  grande  amiga  que  te  tornaste;  À  Andreia,  pela 















Gostaria  também de agradecer aos  restantes colegas dos outros grupos de  investigação do 











Maria  por  te  teres  tornado  uma  grande  amiga,  pela  alegria  e  apoio  e  por  todos  os  bons 
momentos  que  passámos  dentro  e  fora  do  CPM.  E  claro,  à  Inês,  por  tudo,  pela  grande 
amizade  já de tantos anos, pela partilha de tanta e tanta coisa, pela ajuda e dicas preciosas 




reagentes  e  debate  de  ideias.  Ao  Doutor  Luís Moita  e  ao  seu  grupo  pela  biblioteca.  Ao 
Professor Doutor  João  Ferreira e  à  Joana Cardoso pela  ajuda, pela disponibilização do  seu 
laboratório e pela partilha de reagentes. À Doutora Ana Espada de Sousa e ao Rui Soares por 
me disponibilizarem o  seu  laboratório e pela ajuda em  técnicas essenciais. E à Unidade de 
Citometria de Fluxo por tudo o que me ensinaram e pela ajuda crucial para este trabalho. 
 
















































































































































































































































































































































































Preface                                     vii 
Abstract                                     xi 
Resumo                                   xiii 
Acknowledgements                                 xvii 
Abbreviations                                    xxi 
Table of Contents                               xxvii 
 
Chapter 1: General Introduction                                1 
  1.1. Human Immunodeficency Virus and Acquired Immunodeficiency  
Syndrome (AIDS)                     3 
1.2. HIV‐1 taxonomy                     4 
1.3. HIV‐1 structure                      4 
1.4. HIV‐1 genome                      5 
1.5. HIV‐1 Life Cycle                     7 
1.5.1 Early phase                   8 
1.5.1.1. Virus entry                 8 
1.5.1.2. Post‐entry: Uncoating and Reverse Transcription       9 
1.5.1.3. Nucleus Import and Integration          10 
1.5.2. Late Phase                 11 








1.5.2.2. Gene expression, Assembly and Budding       12 
1.5.2.3. Maturation               13 
  1.6. Host factors for HIV‐1 replication                     13 
    1.6.1 Restriction Factors                      14 
1.6.1.1. Fv1                 15 
1.6.1.2. TRIM family               15 
1.6.1.3. APOBEC family               17 
1.6.1.4. Tetherin               18 
1.6.2 Helper Factors                        19 
1.6.2.1. Role in HIV‐1 entry              25 
1.6.2.2. Role in HIV‐1 Pos‐entry until Nucleus import        26 
1.6.2.3. Role in HIV‐1 Integration           26 
1.6.2.4. Role in HIV‐1 Transcription           28 
1.6.2.5. Role in HIV‐1 mRNA Processing and Nuclear export     29 
1.6.2.6. Role in HIV‐1 Translation           30 
1.6.2.7. Role in HIV‐1 Assembly and Budding         30 
1.6.2.8. Role of Helper factors towards viral accessory proteins     31 
 1.6.2.9. Role of Kinases/Phosphatases and cell signaling in HIV‐1 
Infection                 32 
1.6.2.10. Genome‐wide screenings for identification of Helper factor  
for HIV‐1                 37 
1.7. RNA Interference (RNAi)                       38 
1.7.1. RNAi and HIV‐1                       41 
 
Aims                                     45 
 
Chapter 2: Development of a Long‐Term Iterative shRNA Screen in Jurkat T‐cells to identify    
kinases/phosphatases important for HIV‐1 replication                        47 
  2.1. Abstract                           49 
  2.2. Introduction                         50 
2.3. Material and Methods                       52 
2.3.1. Cell Lines and Culture Conditions                  52 
2.3.2. Viral Production                       52 
2.3.3. Infection Assays                       52 







2.3.5. shRNA Sequence Identification             53 
2.3.6. Development of individual shRNA Jurkat cell clones       54 
2.3.7. Quantitative Real‐Time PCR analysis           54 
2.3.8. Immunoblotting                 56 
2.3.9. Assessment of cell viability             57 
2.3.10. Bioinformatic analysis               57 
2.3.11. Statistical analysis               57 
2.4. Results                     57 
2.4.1. shRNA screening to isolate HIV‐1 resistant Jurkat T‐cells       58 
2.4.2. Identification of the shRNAs targets           59 
2.4.3. Identified host‐proteins are essential for HIV‐1 replication     70 
2.5. Discussion                     78 
2.6. Acknowledgments                   82 
 
Chapter 3: Discovery of Novel Helper Factors essential for HIV‐1 entry and/or HIV‐LTR driven  
Transcription                       83 
3.1. Abstract                     85 
3.2. Introduction                   86 
3.3. Material and Methods                 88 
3.3.1. Cell Lines and culture conditions             88 
3.3.2. Viral production                 88 
3.3.3. Infection assays                 88 
3.3.4. Immunoblotting                 88 
 3.3.5. EGFP‐encoding lentiviral particles production and shRNA clones   
transduction                   89 
3.3.6. Flow Cytometry analysis                89 
3.3.7. Transient transfection assays             90 
3.4. Results                     93 
3.4.1. Efficient knockdown is of HIV‐1 replication is maintained overtime   91 
 3.4.2. Knockdown of host‐proteins does not affect integration but rather  
affect an early step in HIV‐1 replication            97 
 3.4.3. Knockdown of some host‐proteins affects HIV‐1 LTR driven 








3.5. Discussion                         100 
3.6. Acknowledgments                       103 
 
Chapter 4: DNA‐PKcs, an Helper factor in HIV‐LTR driven Transcription                 105 
4.1. Abstract                         107 
  4.2. Introduction                       108 
4.3. Material and Methods                     112 
       4.3.1. Cell Lines and culture conditions                     112 
   4.3.2. shRNA Jurkat cell lines construction               112 
   4.3.3. Viral Production and infection assays               112 
   4.3.4. Immunoblotting                     113 
 4.3.5. Quantitative Real‐Time PCR analysis               113 
        4.3.6. EGFP‐encoding Lentiviral Particles Production and shRNA Clones          
transduction and Flow Cytometry analysis               114 
 4.3.7. Transient transfection assays                 114 
 4.3.8. Assessment of cell viability                 115 
 4.3.9. Statistical analysis                     115 
4.4. Results                         116 
                                    4.4.1. DNA‐PKcs clones constructions efficiently knockdown DNA‐PKcs 
       using shRNAs                           116 
 4.4.2. DNA‐PKcs protein is crucial for HIV‐1 replication             117 
        4.4.3. DNA‐PKcs‐knockdown affects HIV‐1 replication without influencing 
       host‐cell viability                           118 
        4.4.4. shDNA‐PKcs do not affect integration or early steps in HIV‐1 
        Replication                           119 
 4.4.5. DNA‐PKcs has acts as co‐factor in HIV‐1‐LTR driven transcription         120 
 4.4.6. shDNA‐PKcs affects expression of viral RNA transcripts           121 
4.5. Discussion                         122 
4.6. Acknowledgments                       125 
 
Chapter 5: Concluding Remarks                           127 
 












Figure 1.1. HIV‐1 structure                                  4 
Figure 1.2. HIV‐1 genome                                  5 
Figure 1.3. Schematic representation of HIV‐1 life cycle                           8 
Figure.1.4. Host‐restriction factors for HIV‐1 and their viral antagonists                     16 
Figure 1.5. MAPK pathway                               33 
Figure 1.6. PI3K/Akt signaling                               35 
Figure 1.7. Mechanism of RNA interference in mammalian cells                      39 
Figure 2.1. shRNA screen in Jurkat cells                             58 
Figure 2.2. Resistance of shRNA clones to HIV‐1 replication                       60 
Figure 2.3. Representation of shRNA sequence cassette                        61 
Figure 2.4. Biochemical relationships between identified proteins Network 1                   64 
Figure 2.5. Biochemical relationships between identified proteins Network 2                   65 
Figure 2.6. Molecular and cellular functions of identified genes.                      66 
 Figure 2.7. Representation of the different canonical pathways wherein the identified 
genes are present                     67 
Figure 2.8. Resistance of shRNA Jurkat clones to HIV‐1 replication         71 
Figure 2.9. mRNA knockdown in individual clones stably expressing shRNA       74 
Figure 2.10. shRNA clones are resistant to HIV‐1 replication           77 
Figure 3.1. Neutralization of HIV‐1 replication by shRNAs is cumulative over time     92 
Figure 3.2. Monitoring HIV‐HSA infection in shRNA Jurkat clones.         94 
Figure 3.3. CD4 surface expression in Jurkat shRNA clones during HIV‐1        95 
 Figure 3.4. Knockdown of host‐proteins do not affect integration but affect an early step in 
HIV‐1 replication                     97 
Figure 3.5. HIV‐1 LTR‐driven transcription is affected by host‐proteins         98 
Figure 4.1. DNA‐PKcs is efficiently knockdown efficiency in shRNA clones                 116 
Figure 4.2. DNA‐PKcs knockdown inhibit HIV‐1 replication                     117 
Figure 4.3. shRNA clones viability                            118 
 Figure 4.4. Knockdown of DNA‐PKcs do not affect integration or early step during 
HIV‐1 life cycle                                             119 
Figure 4.5. DNA‐PKcs is important for HIV‐1 LTR‐driven transcription                   120 















Table 1.1. Highlighted Helper factors for HIV‐1 replication           20 
Table 2.1. shRNA sequences used for each gene in study           55 
Table 2.2. Oligonucleotide sequence for target‐gene cDNA amplification by qPCR     56 
Table 2.3. Proteins identified in the shRNA screen important for HIV‐1 replication     62 
Table 2.4. Sequences identified from the 30 clones analysed           63 
Table 2.5. Canonical Pathways involving identified genes           68 
Table 2.6. Genes identified in this screen as important for HIV‐1 replication       81 














































































1.1.  Human  Immunodeficiency  Virus  (HIV)  and  Acquired 
Immunodeficiency Syndrome (AIDS) 
 
Human  immunodeficiency  virus  (HIV)  is  the  causative  agent  of  the  progressive  disease 
acquired  immunodeficiency syndrome (AIDS) (Barre‐Sinoussi et al., 1983; Gallo et al., 1983), 
one of the leading causes of death worldwide (UNAIDS, 2008). At the present, approximately 
33.4 million of people  live with HIV, with 2.7 million new cases of HIV  infection described  in 
2008  (UNAIDS,  2009).  The  natural  HIV  infection  results  in  a  continuous  process  where 
progressive  depletion  of  cluster  differentiation  4  (CD4)+  T  cells  and  immune  dysfunctions 
occur.  This  leads  to  a  final  stage of  the disease where  individuals  are more  susceptible  to 
opportunistic  infections or malignancies  that constitute  the clinically defined AIDS  (Fauci et 
al.,  1985;  Phillips  et  al.,  1991).  There  are  two  types  of  human  immunodeficiency  virus 
described,  type 1  (HIV‐1)  (Barre‐Sinoussi et al., 1983; Gallo et al., 1983) and  type 2  (HIV‐2) 
(Clavel  et  al.,  1986).  Both  types  are  known  to  cause  AIDS,  although  HIV‐2  represents  a 
significant  minority  off  all  HIV  infections.  Furthermore,  HIV‐2  is  characterized  by  a  slow 




therapy  accepted  by  scientific  and medical  community  is  the  highly  active  anti‐retroviral 




retroviral drugs, eradication of HIV‐1  and  consequently  the  cure of AIDS has  still not been 
achieved. Therefore, HIV‐1 research is still a very active field of research, where the study of 













HIV‐1  belongs  to  the  genus  Lentivirus  of  the  Retroviridae  family.  Retroviruses  are 





morphology,  a  tropism  for  macrophages,  extensive  genetic  and  antigenic  variability,  and 
additional regulatory genes not  found  in the other groups of retroviruses  (described below) 
(Narayan and Clements, 1989; Coffin, 1997). 









a diameter of  approximately 100 nm.  Like  the 
other  lentiviruses,  HIV‐1  has  an  outer 
membrane and an  inner membrane. The outer 
viral membrane  is  derived  from  the  host  cell 
membrane,  which  consist  of  a  lipid  bilayer 
where  the  viral  surface  (gp120  or  SU) 
glycoprotein  is  anchored  via  interaction  with 
the  viral  transmembrane  (gp41  or  TM) 
glycoprotein (Turner and Summers, 1999; Wang 
et al., 2000). The outer viral membrane  is also 
constituted  by  cellular  proteins  derived  from 
host cell, namely the histocompatibility antigens, actin and ubiquitin (Arthur et al., 1992). The 




















the  host  DNA‐dependent  RNA  polymerase  II  (RNAPol  II).  Similarly  to  eukaryotic  cellular 
mRNAs,  HIV‐1  RNA  has  post‐translational modifications  such  as  5´  cap  and  3´poly  A  tract 
(Whitcomb and Hughes, 1992). During HIV‐1 life cycle, RNA molecules are reverse transcribed 
by RT  to viral complementary DNA  (cDNA) and  then  integrated  into  the host chromosome. 
Conceptually, HIV genome organization  is discussed  in  terms of  viral DNA after  integration 
(i.e.  provirus).  Provirus  representation  places  viral  promoter,  RNA  start  site  and 
polyadenylation site  in  the same positions as  they are  typically  found  in host genes  (Coffin, 
1997).  
HIV‐1  genome,  common  to  all  replication‐competent  retroviruses,  has  three major  genes, 
gag, for group specific antigen polyprotein (coding for structural proteins), pol, for polymerase 
(coding for viral enzymes) and env, for envelop (coding for envelope glycoproteins) flanked by 











in  both  ends  during  reverse  transcription  (Whitcomb  and  Hughes,  1992).  LTR  sequence 
contains  functional  regions  essential  for  HIV‐1  transcription  regulation,  such  as  the 
transactivation response (TAR) element, the basal promoter and the core enhancer (Pereira et 
al., 2000). 
HIV‐1  genes  expression  is mediated  by  viral  proteins  through  regulatory mechanisms with 
overlapping reading frames and through alternative messenger RNA (mRNA) splicing (Wang et 
al.,  2000).  The  gag  gene  encodes  a precursor  protein  of  55  kDa  (p55Gag)  that  during  virus 
maturation  is  cleaved  by  the  viral protease  into  the  structural  proteins matrix,  capsid  and 
nucleocapsid,  and  into  the  peptides  p1,  p2  and  p6.  The  pol  gene  codifies  three  enzymes: 
protease,  reverse  transcriptase  and  integrase  that  are  essential  during  HIV‐1  life  cycle 
(discussed  bellow).  These  proteins  are  originated  from  a  fusion  polyprotein  precursor 





proteins,  transcriptional  transactivator  (Tat) and  regulator of virus protein expression  (Rev); 
and four accessory proteins Nef, Vif, Vpr and viral protein U (Vpu) (Frankel and Young, 1998). 
The  regulatory proteins are essential  for virus  replication by controlling HIV‐1 expression  in 
host cells. On the other hand, the so called “accessory proteins” have this designation since 
they are often dispensable for virus replication in vitro. However, these proteins play essential 
roles  in  virus  persistence,  spread  and  pathogenesis  in  vivo  and  carry  out many  important 
functions during HIV‐1 life cycle by interacting with cellular proteins (Li et al., 2005a) 
Tat is a multifunctional protein that acts mainly as a transactivating protein inducing a variety 
of  effects  through modulation  of  cellular  and  viral  genes  expression  levels.  Tat  functions 
include chromatin remodelling,  induction of phosphorylation of RNAPol  II, transactivation of 














et al., 2004; Zheng et al., 2004) by different mechanisms  (discussed below and  reviewed  in 
Henriet et al., 2009).  
Nef,  Vpr  and  Vpu  act  as  multiple‐functional  proteins  in  regulating  HIV‐1  infectivity  and 
pathogenesis. Nef  induces downregulation of CD4, major histocompatibility  complex  class  I 
(MHC I) and II (MHC II), human leukocyte antigen (HLA) and cluster differentiation 28 (CD28) 
from HIV‐1  surface of  infected cells; enhances virion  infectivity;  stimulates viral  replication; 
and modulates  T  cell  activation  state  of  its  cell  host  (reviewed  in  Jere  et  al.,  2010).  Vpr 
modulates  transcription  of  the  virus  genome,  promotes  nuclear  transport  of  the  HIV‐1 
pre‐integration  complex  (PIC),  facilitates  reverse  transcription,  causes  G2  cell  cycle  arrest, 
induces  apoptosis,  induces  defects  in mitosis,  suppresses  immune  activation  and  balances 
HIV‐1 mutation rate (reviewed in Romani and Engelbrecht, 2009). Vpu is responsible for CD4 
degradation,  induction  of  apoptosis,  enhancement  of  viral  particle  release  and 
downregulation of MHC I and MHC II (reviewed in Nomaguchi et al., 2008). More recently, it 





HIV‐1  life cycle, commonly to all retroviruses,  is divided  into two distinct phases: 1) an early 
phase that begins with the recognition of the target cell by the infectious virion and involves 
all following steps until integration of the genomic DNA into the chromosome of the host cell; 





















to cell  surface  through a high‐affinity  interaction between  the viral glycoprotein gp120 and 
the primary cell receptor CD4 (Dalgleish et al., 1984; Klatzmann et al., 1984; McDougal et al., 
1985).  This  binding  causes  structural  alterations  in  gp120  enhancing  its  affinity  to  a 








coreceptor,  that  trigger  fusion of  the viral envelope  to  the cellular membrane  (reviewed  in 




Dragic  et  al.,  1996).  Based  on  the  CD4/chemokine  receptors  paradigm, HIV‐1  strains were 
classified as R5 viruses (isolates that uses only CCR5 co‐receptor), X4 viruses (isolates that use 
only the CXCR4 coreceptor) and R5X4 viruses (isolates that use both co‐receptors (Berger et 
al., 1998). The  coreceptor binding  triggers  conformational  changes  in gp120 and gp41 viral 
glycoproteins, namely  the exposure of  the gp41  fusion peptide and  consequently  insertion 
into the target cell membrane  (Doms and Moore, 2000). This process  leads to the  fusion of 





Immediately after  release of  the viral  core  into  the  cell host cytoplasm, HIV‐1 undergoes a 
partial  and  progressive  process  of  uncoating,  where  viral  core  is  rearranged  into  a  new 
structure,  the reverse  transcription complex  (RTC)  (Lehmann‐Che and Saib, 2004). The RTCs 
are large dense complexes that contain a different viral protein composition from the original 
viral  core,  like  MA  and  RT;  and  several  cellular  host  proteins    necessary  for  reverse 
transcription,  translocation and  forward processes,  such as actin, barrier‐to‐autointegration 
factor (BAF) and  lens epithelium‐derived growth factor (LEDGF/p75) (McDonald et al., 2002; 
Warrilow  and  Harrich,  2007).  Exposure  of  RTC  to  a  significant  concentration  of 
deoxyribonucleotides  in  the  cytoplasm  is  thought  to  trigger  the  initiation  of  reverse 
transcription  (Lehmann‐Che  and  Saib,  2004).  Reverse  transcription,  although  being  a  very 
complex process, is very well established (reviewed in Gotte et al., 1999). During this reaction, 
viral RNA genome  is  converted  into a double‐stranded DNA molecule, by  the action of  the 




















Upon  viral  DNA  synthesis,  HIV‐1  has  to  deliver  the  recently  retrotranscribed  viral  DNA, 
enclosed  in PIC,  into  the nucleus, crossing  the nucleus membrane,  in order  to  integrate  the 
viral  DNA  into  the  host  chromosome.  In  the  cytoplasm,  PIC  was  shown  to  connect  with 






interacting  with  cellular  proteins  like  importin  LEDGF/p75.  These  karyophilic  signals  and 
cellular proteins  allow  the direct  transport  across  the  intact nuclear  envelope  through  the 
NPCs (reviewed in Lehmann‐Che and Saib, 2004; Suzuki and Craigie, 2007). In addition, a small 




through  the  viral  IN  catalytic  activity.  This  process  seems  not  to  be  random,  occurring 
preferentially  in  transcription  units  that  are  transcriptionally  active  (Ciuffi  and  Bushman, 
2006).  Briefly,  IN  catalyzes  endonucleolytic  cleavage  of  viral  genome  extremities,  cleaves 
cellular target DNA and promotes a strand transfer reaction  leading to the  insertion of viral 








resulted  from  the  integration  process,  are  repaired.  This  process  is  designated  by  post‐
integration  repair  and  seems  to  be  accomplished  by  host  cellular  proteins  (Yoder  and 
Bushman, 2000; Sakurai et al., 2009).  
Although  IN  is necessary and sufficient  for all basic catalytic activities during the  integration 










active. Provirus acts as a  template  for  the  synthesis of  viral RNA  that  can be  subsequently 
used  as  genomic  RNA  for  virions  progeny  or  can  be  translated  into  viral  proteins.  HIV‐1 
transcription is controlled by the inducible viral promoter located at U3 of 5´LTR (Sodroski et 
al.,  1985).  HIV‐1  LTR  is  a  prototypic  promoter  of  the  cellular  RNAPol  II.  LTR  enclosing  a 
consensus  TATA motif, where  the  host  cell  transcription  factor  II D  (TFIID)  binds;  Sp1  and 





than  its basal expression. Tat function  is dependent of  its binding to a stem‐loop element of 
the nascent RNA transcript, TAR (for trans‐activating response element). TAR tethers Tat and 
brings  it upstream of  the promoter, endorsing  TAT  interaction  to  transcription  factors  and 
other  cellular proteins  (Steffy and Wong‐Staal, 1991). Tat  recruits  the heterodimer positive 
transcription elongation  factor b  (P‐TEFb)  formed by cyclin T and cyclin‐dependent kinase 9 
















genomic RNA, which  is  subsequently packaged  into progeny virions; 2)  the partially  spliced 
RNAs that encode Env, Vif, Vpu and Vpr proteins; and 3) the multiple spliced RNAs that are 
translated  into Tat, Rev and Nef.  Initially, only multiple  spliced RNAs are produced and  the 
regulatory proteins Tat, Rev and Nef are expressed. When sufficient amounts of Rev protein 
are produced, Rev binds to the cis‐acting RNA element, the Rev‐responsive element (RRE) of 
the  unspliced  or  single‐spliced  RNAs,  leading  to  the  formation  of  a  protein  complex  that 
interacts  with  the  cellular  nuclear  export  machinery,  which  consequently  promotes  RNA 
transportation out of the nucleus, where translation occurs (Wang et al., 2000; Freed, 2001).  
In contrast to all the other viral proteins, the Env precursor polyprotein (gp160) is synthesized 
in  the  endoplasmic  reticulum  (ER)  using  the  single  spliced  env  mRNA,  and  suffers  post‐
translationally modifications  in the ER and  in the Golgi apparatus. During trafficking through 
the Golgi, gp160  is  cleaved by a host  cell protease generating  the mature gp120 and gp41 
proteins  that  subsequently  form  trimeric  complexes  (gp120‐gp41).  These  complexes  are 
transported  to  the  cell  surface  via  the  secretory  pathway  and  gp41  protein  anchors  the 
complexes in the cell membrane for virus assembly (Turner and Summers, 1999).  
Gag  polyprotein  is  synthesized  in  the  ribosomes  from  unspliced  RNAs  and  a  translation 
frameshift  leads  to  the  formation of smaller amounts of Gag‐Pol precursor proteins  (Turner 
and  Summers,  1999).  Gag  polyprotein  is  the major  responsible  for  the  assembly  of  new 
immature  viral  particles.  During  assembly,  Gag  is  targeted  to  the  plasma membrane.  The 
anchored Gag  leads to the  induction of Gag multimerization and subsequently  incorporation 
of the viral genomic RNA, Env glycoproteins and Gag‐pol precursor into the viral particle. MA 
is responsible for the targeting of Gag to the plasma membrane and for the incorporation of 








to  its  zinc‐finger motifs,  it  also mediates  the  specific  recognition  of  viral  RNA  genome  for 
packaging  into  the  virions  (Ono, 2010). Viral enzymes, accessory  viral proteins,  the  cellular 
tRNAlys3 primer and cellular proteins also associate to the  immature core  for  incorporation 
into  the  viral  particle  (reviewed  in  Jewell  and Mansky,  2000;  Adamson  and  Freed,  2007; 
Bieniasz, 2009). Subsequently, the immature core associated to the plasma membrane suffers 
budding through the plasma membrane. The viral P6 protein helps in this process through the 
recruitment  of  the  endosomal  sorting  complex  required  for  transport  (ESCRT),  facilitating 





After  the  release  of  the  immature  budded  virus  from  the  host  cell,  Gag  and  Gag‐Pol 
polyproteins are cleaved by the viral PR to produce the independent enzymes, as well as the 
MA,  CA  and NC  structural  proteins.  The  structural  proteins  rearrange  via  a  process  called 
maturation  to  form  the  infectious  virus  particle.  Cleavage  of Gag  appears  to  occur  via  an 
ordered, sequential cleavage process that is controlled by different intrinsic proteolysis rates 
at the different cleavage sites (Wiegers et al., 1998).  






responses  to  assure progeny  spread  (Sorin  and Kalpana, 2006; Goff, 2007). The  interest  in 
studying  cellular  factors  that  could  regulate  HIV‐1  replication  started  soon  after 
characterization  of  the  virus.  Several  research  studies  have  indicated  that  the  interaction 
between  the virus and  the host  is dynamic and very  tight, being observed at every  step of 
HIV‐1  life  cycle  (Komano  et  al.,  2005;  Sorin  and  Kalpana,  2006;  Goff,  2007).  HIV‐1‐host 











explored by  the virus  to complete  its  life cycle or as  restriction  factors presenting anti‐viral 
functions and hampering viral replication (Sorin and Kalpana, 2006; Goff, 2007). 
Clearly  understanding  the  complex  battle  between HIV‐1  and  its  host will  provide  us  new 
insights  to  a  better  understanding  of  the  mechanisms  underlying  the  various  steps  of 



















and  are  constitutively  expressed  or  enhanced  by  interferons  (Neil  and  Bieniasz,  2009). 
















friend  virus  susceptibility‐1  protein  (Fv1).  Fv1  gene  is  naturally  encoded  in mouse  and  its 
expression promotes mice  resistance  to murine  leukemia virus  (MLV)  infection  (Lilly, 1967). 
Fv1  gene  has  two  different  alleles,  Fv1n  and  Fv1b  that  confer  different MLV  tropism.  Fv1n 
allows  replication  of N‐tropic  strains  of MuLV  and  blocks  B‐tropic MuLV  viruses;  Fvb  allele 
permits  replication  of  B‐tropic  viruses  and  blocks  N‐tropic  viruses.  Fv1n/b  heterozygotes 
animals are resistance to both N‐ and B‐tropic virus. The aminoacid 110 of the CA domain in 
gag gene has been shown to be responsible of MLV virus tropism, with an arginine specifying 
the  N‐tropism  and  a  glutamate  the  B‐tropism  (Kozak  and  Chakraborti,  1996).  The  Fv1 

























Although  rhTRIM5α  has  a  potent  inhibitory  effect  against  HIV‐1,  the  human  TRIM5α 
(hTRIM5α)  appears  to  only modestly  inhibit HIV‐1  replication  (Stremlau  et  al.,  2004).  The 
exact  antiviral mechanism  of  TRIM5α  is  so  far  not  clear.  It  is  known  that  TRIM5α  trimers 
interact with hexameric capsids and block replication. TRIM5α  is ubiquitinylated within cells 
and  is rapidly turned over by the proteasome  in a RING‐domain‐dependent way, suggesting 
that  auto‐ubiquitination might promote CA degradation  (Diaz‐Griffero  et al., 2006a). Other 
studies  indicate  that  TRIM5α  can  just  disrupt  the  rearrangement/uncoating  of  the  capsid 
Figure.1.4. Host‐restriction factors for HIV‐1 and their viral antagonists. As schematically indicated, TRIM5α interacts 
with  the  incoming HIV‐1 capsids and may  induce accelerated uncoating by proteosomal degradation. APOBEC3G,  in 
the absence of Vif, is incorporated into the budding virions and causes lethal G‐to‐A hypermutations at the retroviral 
genome in the newly infected cell. Vif counteracts APOBEC3G by directly binding to it and promoting its proteosomal 
degradation  via  Cullin5‐based  ubiquitin  ligase  complex  or  by  inhibiting  apobec3g  translation.  Tetherin  blocks  the 
release of newly formed virions from the cell surface and is antagonized by Vpu. The exact mechanism by which Vpu 
counteracts tetherin remains to be identified but involves direct interaction of Vpu and tetherin and maybe activation 
of proteosomal degradation  (adapted  from Arhel and Kirchhoff, 2009: Reprinted  from Publication, Biochim Biophys 








before  reverse  transcription;  or  alternatively  can  somehow  act  after  reverse  transcription 
blocking PIC access to the nucleus (Towers, 2007). 
TRIM5α  restriction  activity has  also been  associated  to  the  cyclophilin A  (CypA)  isomerase 
expressed  in  primates.  CypA  is  a  peptidyl  poryl  isomerase  that  performs  cis/trans 
isomerisation  of  proline  peptide  bonds  in  the  target  proteins.  CypA was  first  described  as 
interacting  with  viral  CA  within  the  target  cell  soon  after  viral  infection,  promoting  or 
inhibiting infection (Franke et al., 1994; Thali et al., 1994). The restriction of viral infection by 
CypA was  proven  to  be  associated  to  TRIM5α  (Berthoux  et  al.,  2005).  In  the New World 
species owl monkey TRIM5 has CypA pseudogene in place of the viral binding B30.2 domain, 
designated by TRIMCyp (Nisole et al., 2004; Sayah et al., 2004). This restriction factor strongly 





against  HIV‐1.  TRIM19  acts  in  early  steps  of  HIV‐1  replication  (Turelli  et  al.,  2001), while 





Another  very  important  group  of  restriction  factors  are  included  in  Apoliprotein  B‐editing 
catalytic polypeptide‐like (APOBEC) family of cytidine deaminases, being APOBEC3G the most 
studied in HIV‐1 context (Conticello et al., 2005). APOBEC3G is a strong inhibitor of HIV‐1 and 
other  retroviruses  infections,  acting  after  uncoating  of  the  viral  capsid,  during  reverse 
transcription, and is counteracted by the viral Vif protein (Sheehy et al., 2002) (figure 1.4). In 
the absence of Vif, APOBEC3G can be  incorporated  into HIV‐1 particles  in the producer cell. 
Upon  infecting a new cell, during reverse  transcription, APOBEC3G deaminates  the cytosine 
bases  of  the  viral minus‐strand  DNA  to  uracil  resulting  in  G  to  A  hypermutations  in  the 
complementary positive sense DNA strand (Mangeat et al., 2003; Mariani et al., 2003; Zhang 








are  largely  non‐functional  due  to  G‐to‐A  hypermutation  (Goff,  2003).  HIV‐1  Vif  protein 
counteracts APOBEC3G by blocking  its  incorporation  into  the  viral particles  (Mariani et al., 
2003;  Stopak et al., 2003). Vif  interacts directly with APOBEC3G and  via a  conserved  SOCS 
box‐like sequenced, recruits a RING‐finger E3 ubiquitin complex containing elongin B and C, 
















Recently,  tetherin,  also  known  as  BST‐2,  CD317,  or  HM1.24,  was  identified  as  a  potent 
antiviral  factor,  inhibiting  HIV‐1  replication  by  a  novel mechanism  (Neil  et  al.,  2008;  Van 
Damme  et  al.,  2008).  Tetherin  expression  and  its  antiviral  activity  can  be  induced  by 
interferon α in T cells (Neil et al., 2007). Tetherin inhibits the release of newly formed virions 
from the host cell surface by binding to the cell surface at the near site were the virions bud 
(figure  1.4).  However,  the  mechanism  of  this  restriction  is  still  unclear.  It  was  recently 












domain  of  tetherin,  promoting  the  reduction  of  tetherin  levels  at  the  cell  surface  and  a 
decrease of the total amount of this protein  in the cell  (Van Damme et al., 2008). Although 
the exact mechanism of  tetherin down‐modulation  is not unclear,  it has been hypothesized 




retroviruses.  The  antiviral  mechanism  seems  to  be  common  but  the  viral  counteracting 
protein differs. Most primate  lentiviruses do not  contain  vpu  gene  and use Nef protein  to 
antagonize tetherin, in a similar way as Vpu (Jia et al., 2009; Sauter et al., 2009; Zhang et al., 







proteins  from which  it can  takes advantage  for  its own benefit, being  this close  interaction 
observed in all steps of HIV‐1 replication. The field of HIV‐1 co‐factors research has increased 
enormously  in  the  last  few years.  In  spite of  the numerous  studies performed,  there exists 
some controversy about several cellular proteins, remaining their functions as helper factors 
for HIV‐1 unclear. These differences can be  justified by the type of model used,  like  in vitro 
versus  in  vivo  models.  This  section  will  focus  on  the  main  advances  in  the  discovery, 
understanding  and  characterization  of HIV‐1  helper  factors  during  the  course  of HIV‐1  life 
cycle,  their  interaction  with  viral  accessory  proteins  and  the  importance  of  kinases  and 
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receptor‐type  2  (CCR2),‐type  3  (CCR3),  ‐type8  (CCR8),  ‐type  9  (CCR9),  C‐X‐C  chemokine 
receptor‐type  1  (CXCR1),  type  6  (CXCR6),  G  protein‐coupled  receptor  CMKLR1  (ChemR23), 
Apelin recceptor (APJ) and C‐X‐C chemokine receptor type 7 (CCR7/RDC1) can also be used as 
co‐receptors for HIV‐1 replication (reviewed in Lama and Planelles, 2007).  














































After  cell entry and uncoating processes, viral  core  is  rearranged  into  reverse  transcription 
complexes  (RTCs), which  in  turn,  after  reverse  transcription,  leads  to  the  formation of PIC 
structures.  Both  RTC  and  PIC  are  composed  by  viral  and  cellular  proteins.  The  cellular 
components of PIC were extensively studied and they seem to be important to nuclear import 
of PIC and/or PIC’s attachment to chromatin and/or integration of the viral DNA into the host 








import  into  the nucleus  is unclear,  it  is  accepted  that HIV‐1 PIC  crosses  the  intact nuclear 
envelope in an active way using cellular transport machinery. Various viral proteins known to 
be part of PIC such as MA, Vpr and  IN were shown  to  interact with  the components of  the 
importin pathways, the  importin‐α and  ‐β.  Importin‐α  forms a heterodimer with  importin‐β 
and  transports cargo molecules with a nuclear  localization  signal  (NLS)  through  the nuclear 
envelope  in an energy‐dependent manner  (GTP/GDP)  (Suzuki and Craigie, 2007). Moreover, 
Vpr was  also  shown  to  interact  directly with  nucleoporins  promoting  its  accumulation  at 





As described above  some of  the PIC’s  components have been proposed  to be  required  for 
HIV‐1 integration step, like BAF, HMG I(Y), Ku and LEDGF/p75 (Van Maele and Debyser, 2005; 
Suzuki and Craigie, 2007).  LEDGF/p75  is one of  the most  studied PIC’s proteins, and  it has 
been described to bind tightly to  IN and to have a  function  in  import of  IN  into the nucleus 







LEDGF/p75  enhances  IN  function,  contributing  for  HIV‐1  viral  integration  into  the  host 
chromosome enhancing the tethering of  IN, and thereby PIC, to chromatin (Maertens et al., 
2003;  Llano  et al.,  2004b;  Emiliani  et al.,  2005; Vanegas  et al.,  2005).  LEDGF/p75  can  also 
regulate  the  integration‐site  selection of  the HIV  IN  (Ciuffi and Bushman, 2006; Suzuki and 




present  in HIV‐1 virions and  interacts with  IN  (Kalpana et al., 1994). Various  functions have 






for  HIV‐1  integration.  Integration  process  involves  cleavage  of  cellular  and  viral  DNA  and 
insertion of viral DNA into the host chromosome (reviewed in Van Maele and Debyser, 2005; 
Delelis et al., 2008), which  leads  to  the  formation of  short gaps on  the opposite  strands of 
complementary host DNA 5´ends that have to be repaired to assure provirus expression. To 
assure the completion of the pos‐integration repair process, these gaps have to be filled and 
therefore,  their  corresponding  ends  have  to  be  jointed  and  the  chromatin  structure 
reconstituted (Yoder and Bushman, 2000). In this context, component of the non‐homologous 




and  Jackson,  1993).  DNA‐PK  and  other  components  of  NHEJ,  like  ataxia‐telangiectasia 
mutated  (ATM),  ataxia‐telangiectasia  mutated  AND  Rad3‐related  (ATR),  X‐ray  Repair 
Cross‐Complementing protein 4 (XRCC4) and ligase IV were described to be important for HIV‐
1  integration  (reviewed  in Smith and Daniel, 2006).  In  this model  the  retroviral  integration 







completion  of  the  integration  process  would  need  the  NHEJ‐mediated  repair  pathway  to 
avoid  the  pro‐apoptotic  signals  mediated  by  DNA  gaps  (Van Maele  and  Debyser,  2005). 






in avoiding pro‐apoptotic  signals, not by  repairing  the gaps  in  the pos‐integration  step but 
rather  by  inducing  the  2‐LTR  circles  formation,  from  the  non  integrated  viral  DNA  in  the 
nucleus (reviewed in Smith and Daniel, 2006).  
Other cellular proteins have been hypothesized to be important for HIV‐1 integration such as 






After viral DNA  integration, provirus  can  remain  silent  (latency) or  can be activated by  the 
binding  of  viral  Tat  protein  and  its  cellular  co‐factors  to  the  HIV‐LTR,  promoting  viral 
transcription.  The HIV‐1‐LTR  driven  expression  is  dependent  on  a  large  number  of  cellular 
proteins,  mainly  transcriptional  activators,  repressor  proteins  and  the  entire  RNAPol  II 
machinery  (reviewed  in Rohr et al., 2003). The RNAPol  II complex  is constitutively bound to 
HIV‐1  promoter  and  specificity  protein  1  (Sp1)  and  nuclear  factor‐kappa  B  (NFκB) 
transcription  factors  are  known  to  promote  transcription  of  short  viral  transcripts  in  the 
absence of Tat. However, since Tat is absent, RNAPol II efficiency is very low, resulting in the 
production of abortive  short viral  transcripts  (Rohr et al., 2003; Romani et al., 2010). Once 
expressed, Tat enhances HIV‐LTR  transcription by  recruiting  cellular proteins  to  relieve  the 
repression  of  the  LTR  and  promoting HIV‐1 RNA  transcription.  Tat  recruits  various  histone 
acetyltransferases  (HATs),  like hGCN5 and CREB‐binding protein  (CBP)/p300 complex, to the 








repression  of  LTR  promoter,  leading  to  a  non‐abortive  transcription  by  RNAPol  II  and 
transcription  of  the  viral  genes  (Pumfery  et  al.,  2003).  It was  also  shown  that  Tat  itself  is 
acetylated  by  the  p300/CBP‐associated  factor  (PCAF)  in  an  essential  domain  for  HIV‐1 
transcription  (Dorr et al., 2002; Mujtaba et al., 2002).  In  the current model, Tat,  to  initiate 
transcription, binds do  TAR RNA  and  recruits  the positive  transcription elongation  factor b 
(P‐TEFb complex), which is composed by the CyclinT1 and CDK9 proteins, promoting RNAPol II 









Following  transcription,  spliced  and  unspliced  viral mRNAs  have  to  be  exported  from  the 
nucleus  to  cytoplasm.  The export of unspliced  and  single‐spliced RNAs  is mediated by Rev 
with  the help of  cellular  factors. Rev binds  to  the RRE element present  in viral mRNA  that 
directs  the  viral  RNA  to  the  cellular  RNA  export  pathway.  Later,  Rev  protein  has  to  be 
imported again  into the nucleus to proceed with the mRNA exporting (reviewed  in Wang et 
al.,  2000;  Freed,  2001).  Rev  interacts  directly  with  importin‐β  and  with  the  nucleolar 
phosphoprotein  B23.  The  Rev‐importin‐β‐B23  complex  is  recruited  to  the  nuclear  pore  by 
direct  interaction  between  importin‐β  and  nucleoporin  (Henderson  and  Percipalle,  1997; 
Szebeni et al., 1997). During RNA export, Rev protein connected with the viral RNA binds to 
CRM1  (also  named  as  exportin  1),  through  its  nuclear  export  signal  (NES).  CRM1  forms  a 
complex with the Ran protein (GTP bounded) and mediate the viral RNA transport from the 
nucleus through the nuclear pore  (Pollard and Malim, 1998; Li et al., 2002a; Dayton, 2004). 
Besides CRM1, other  cellular proteins are  recruited by Rev  to aid viral RNA export  such as 
eukaryotic  initiation  factor  5A  (eIF‐5A)  (Bevec  et  al.,  1996),  68‐kDa‐Src‐associated  protein 
(Sam68) (Reddy et al., 1999; Li et al., 2002a; Li et al., 2002b), certain DEAD box protein RNA 
helicases  (DDX3, DDX1)  (Fang et al., 2004; Yedavalli et al., 2004; Fang et al., 2005; Li et al., 












HIV  mRNA  translation  uses  the  cellular  ribosomal  machinery  to  promote  viral  protein 




element  (PCE)  enhancing  viral  RNA  translation  (Bolinger  et  al.,  2010);  9G8,  a  splicing 
regulatory protein, which  seems  to  increase  the  translation of HIV‐1 gag‐pol RNA  (Bolinger 
and Boris‐Lawrie, 2009); and Sam68 afar from having a role  in viral transcription, has also a 
helper  function  in translation, since Sam68‐RNA  interaction seems to  facilitate and enhance 
the translation machinery in the cytoplasm (Soros et al., 2001). 
During  elongation  process,  ribosomal  frameshift  has  to  occur  for  Gag‐Pro‐Pol  polyprotein 
synthesis. The cellular elongation factors 1A e and 1B (eEF21A and eEF1B), elongation factor 2 
(eEF2) and probably  the elongation  factors 5  (eEF5) help  in  this elongation process  (Zanelli 
and Valentini, 2007; Bolinger and Boris‐Lawrie, 2009).  
Additionally,  protein  kinase  R  (PKR)  is  known  to  be  activated  by  TAR  and  this  activation 
controls  the balance between  translation  initiation  and  ribosomal  frameshift. When PKR  is 








assembly  through  association with  Gag,  Gag‐pol  and  Vif  (Zimmerman  et  al.,  2002). Other 
cellular protein,  such as  tumor  susceptibility gene 101 protein  (TSG101), component of  the 







endosomal‐associated  complex  required  for  transport  (ESCORT)  to  the  site  of  budding 
promoting  the  release of  the viral particles  (Garrus et al., 2001; VerPlank et al., 2001). The 
efficient release of viral particles requires binding of TG101 with other cellular proteins,  like 
PTAP and ubiquitin and furthermore, the affinity of TG101 for Gag  is enhanced when Gag  is 








or  dependent  from  cellular  proteins.  Vpu,  for  degradation  of  CD4,  binds  to  the  cellular 











influence  the  reverse  transcription  accuracy  by  preventing  the  accumulation  of  uracil 
mis‐incorporation  in viral DNA strands during reverse transcription (Le Rouzic and Benichou, 
2005).  The Vpr  function  as  a  transcription  activator  is  also  assisted by  cellular  factors. Vpr 
seems to interact with Sp1, TFIIB and p300 to enhance HIV‐LTR driven transcription (Wang et 










endocytosis  via  clathrin‐coated pits,  followed by  lysosomal degradation. Nef  connects with 
the adaptor protein (AP) complex, a part of the cellular endocytosis machinery (Janvier et al., 











above)  or  indirectly,  in  a  broader  way,  by modulating  signal  transduction  pathways  that 
favour  HIV‐1  infection.  Kinases  and  phosphatases  regulate  phosphorylation,  a  reversible 
process  essential  in  cell  signaling  (or  signal  transduction), where  kinases  add  a  phosphate 
group  to  their  substrate and phosphatases  remove a phosphate group  from  the  substrate, 
promoting  changes  in  enzymatic  activity  and  protein  conformations  (Hunter,  1995). 
Therefore, signal  transduction processes occur  in eukaryotic cells and permit cells  to adjust 
their metabolism,  growth  and differentiation  in  response  to  a  specific  stimulus  (Evans  and 
Hemmings, 1998). This mechanism  converts  a mechanical/chemical  stimulus  into  a  specific 
cellular  response,  by  triggering  a  cascade  of  reactions  that  promote  changes  in  the  cell 
functioning  (e.g.  altering metabolism,  gene  expression,  cell  cycle  progression,  cytoskeletal 
rearrangement and cell movement, apoptosis and differentiation)  (Berg et al., 2002; Cornell 













Figure  1.5. MAPK  pathway.  Schematic  representation  of MAPK  pathway  components  and  their  connections.  Left 
column  is  a  general  representation  of  the  pathway.  The  subsequent  columns  represent  the  Erk,  JNK  and  p38 
subfamilies  pathways,  respectively.  A  different  stimulus  triggers  different  proteins,  leading  to  different  biological 
responses (adapted and modified from Johnson and Lapadat, 2002) 
can be  involved  in various signal pathways  like T cell receptor, Jak/Stat and NFκB pathways, 
which depending on the cell and in the initial stimulus can promote different activities within 
the  cell  (for  review  Johnson  and  Lapadat,  2002;  Kisseleva  et  al.,  2002;  Zingarelli,  2005; 
Manning and Cantley, 2007). 
HIV‐1, like other viruses, to ensure its own survival and propagation, manipulates host kinases 
and  phosphatases  and  their  signal  pathways.  The  cell  signaling  triggered  during  HIV‐1 
infection depends on the phase of the HIV‐1 infection and/or the cell host that is infected. Cell 
signaling pathways can be triggered by the virus to activate cells, to bypass virus  latency, to 




control  many  cellular  events  from  complex  programs,  such  as  embryogenesis,  cell 
differentiation, cell proliferation, and cell death (figure 1.5) (reviewed in Chen et al., 2001). 







example,  phosphorylation  of  p38MAPK  by  p53  was  demonstrated  to  be  critical  step  of 
Env‐induced  apoptosis  (Perfettini  et  al.,  2005).  Other  study  indicated  that  PPA2  activates 
MAPK pathway during HIV  infection  triggering MAPK pathway  to activate other kinases  like 
protein kinase C (PKC) in order to activate HIV‐1 provirus (Faulkner et al., 2003). Indeed, HIV‐
1‐LTR  driven  transcription  have  been  described  by  several  groups  as  dependent  of MAPK 
pathway: Adaptor protein (AP1) transactivation  is dependent of SAPK/JNK signaling pathway 
activation (Chen et al., 2000); NFκB motif seems to be a Raf‐responsive element in fibroblasts 
and  in  T‐lymphocytes,  where  Raf  pathways  were  demonstrated  to  be  important  for 
transactivation of the HIV‐1‐LTR, for synthesis and release of HIV particles (Flory et al., 1998). 




MAPK  proteins  have  also  been  described  to  phosphorylate  and  activate  a  subset  of  HIV 
proteins,  increasing  viral  infectivity.  Prior  to  HIV‐1  replication,  HIV‐1  MA  must  be 





but  the  roles of  these phosphorylation events  in HIV  infectivity  remain unknown  (Yang and 
Gabuzda,  1998).  ERK1/2  pathway  was  also  described  to  be  important  for  HIV‐1  reverse 
transcription via GαI receptors (Mettling et al., 2008). 
Other very important protein kinase in signal transduction is serine/threonine kinase Akt also 
known as protein kinase B  (PKB). Akt/PKB  is a central node  in cell signaling downstream of 
growth factors, cytokines, and other cellular stimuli, having an important role in cell survival, 
growth,  proliferation,  angiogenesis, metabolism,  and migration  (reviewed  in Manning  and 
Cantley, 2007). Akt acts downstream of phosphatidylinositol‐3‐kinase (PI3K), a tyrosine kinase 










of  downstream  regulators  of  cell  survival  (figure  1.6).  PI3K/Akt  pathway  can  be  negatively 
regulated  by  the  phosphatase  tensin  homolog  protein  (PTEN),  which  converts 










the  concomitant  assembly of  receptor–PI3K  complexes.  These  complexes  trigger  conversion of PIP2  to  PIP3  that 









cytoprotective  effect  during  HIV‐1  infection,  which  extends  the  lifespan  of  infected 




for p53 binding  (Chugh  et al., 2008).  gp120 protein was  also  associated  to Akt. One  study 
showed that HIV‐1 envelope induces early activation of the PI3K/Akt pathway in primary CD4+ 
T  lymphocytes  (Francois  and  Klotman,  2003).  Another  study  indicated  that  gp120  triggers 
apoptosis  through  inhibition  of  Akt  phosphorylation  via  cluster  differentiation  45  (CD45) 
(Anand and Ganju, 2006). 
Signalling pathways are networks where cascades like MAPK and Akt interconnect with other 













T cell  activation.  This  activation  is  triggered  by  the  gp120  binding  to  CD4,  when  HIV‐1 
encounters a cell host, and also when latent viruses are set off. HIV‐1 gp120 direct binding to 
CD4  receptor  and  consequently  coreceptor  binding  triggers  a  broad  spectrum  of  signaling 
pathways,  leading to T cell activation and to a series of events as cytokine expression, HIV‐1 












gene  expression,  through  both  distinct  and  shared  signaling  pathways.  Such  signaling 
ultimately drives HIV‐1 transcription through the induction of activating cellular transcription 
factors,  including NF‐κB, nuclear  factor of activated T‐cells  (NFAT), and AP‐1, which bind  to 
cognate enhancer sequences within the HIV‐1 LTR (Williams and Greene, 2007).   
 




factors  were  described  and  characterized  has  essential  for  an  accurate  HIV‐1  infection. 
Nevertheless, due  to  the extremely dependence of  the virus  from  its host  it  is certain  that 
much  co‐factors are yet  to be discovered. With  this pursuit of  find out new helper  factors 
important  for HIV‐1  infection,  several genome‐wide  studies were performed using  the RNA 
interference (RNAi) machinery as a main tool. RNAi is a powerful technique for studying loss‐
of‐function  phenotypes  by  specific  down‐regulation  of  gene  expression,  allowing  the 
evaluation  of  its  function  during  HIV‐1  infection  (discussed  further  in more  detail).  Four 
genome‐wide  RNAI  screens  have  been  performed  to  discover  essential  genes  for  HIV‐1 
replication (Brass et al., 2008; Konig et al., 2008; Zhou et al., 2008; Yeung et al., 2009). From 
these screen hundreds of human proteins were described as important for HIV‐1 replication, 
acting  as  co‐factors  during HIV‐1  infection. Nevertheless, when  the  different  studies were 
compared,  a  low  overlap was  observed  (Goff,  2008).  This  can  be  justified  by  the  different 
experimental design,  the cell  lines used and  the criteria  for analysing data. Despite  the  low 
overlap between genes, their  function analysis  indicated they belong to common pathways, 
like  ubiquitination,  SUMOylation,  DNA  repair,  vesicular  transport,  and  energy  production 
(Goff,  2008;  Kok  et  al.,  2009).  Moreover,  among  the  identified  pathways,  there  were 









Golgi  proteins  were  hypothesized  as  critically  involved  in  the  intracellular  transport  and 
processing  of  viral  nucleic  acids  and proteins;  and many  genes  encoding  proteins  that  are 
involved  in mitochondrial  function and energy production were also  identified  (Goff, 2008; 
Kok et al., 2009). 
The RNAi screen studies have opened a new area of research in HIV‐1. The discovery of these 
new  proteins  and  pathways  important  for  HIV‐1  replication  was  a  very  important 
accomplishment in HIV research, but we are still far from the end. It is evident that the search 
for host  factors  is not over yet. New screens with new conditions and new readouts can be 







double‐stranded  RNA  (dsRNA)  could  induce  potent  and  sequence‐specific  silencing  of 
endogenous  gene  expression  in  Caenorhabditis  elegans  (Fire  et  al.,  1998).  Years  later,  the 








from RNA  long duplexes  that are often produced during  the course of viral  infection within 
cells (foreign dsRNA) or by hybridization of overlapping transcripts from repetitive sequences 
in the genome, such as transposons or latent viruses (Rao and Sockanathan, 2005). Each long 
dsRNA  is processed by Dicer,  a  ribonuclease  III  family  (RNase  III) enzyme,  into 21–25 base 
pairs  (bp) dsRNAs called small siRNAs  (Zamore et al., 2000). The siRNA has  two nucleotides 







Consequently,  the  resulting  small  RNAs  are  incorporated  into  the  RNAi‐induced  silencing 
complex (RISC), where Argonaute 2 (AGO2), a multifunctional protein contained within RISC, 
cleaves the passenger (sense) strand. The activated RISC, which contains the guide (antisense) 
strand of  the  siRNA  is directed  to  the mRNA  target,  recognizes  it  and degrades  the mRNA 
complementary  to  the  antisense  strand  (cleavage  carried  out  by  the  catalytic  domain  of 
AGO2) (Whitehead et al., 2009).  
Human  miRNAs  are  derived  from  cellular  dsRNA  harpin  precursors  and  are  known  to 
modulate  gene  expression  at  the  post‐transcriptional  level,  having  a  role  in  a  variety  of 
cellular  processes,  including  differentiation,  development,  and  metabolism.  miRNAs 
precursors  are  originated  by  transcripts  of  20‐50  bp  inverted  repeats  of  complementary 
sequences.  These  transcripts  fold back on  themselves  and base pair  along  complementary 









regions  to  form  dsRNA  hairpins.  Hairpin  precursors  are  first  processed  into  shorter  pre‐
miRNAs  (about  70  nt  long) within  the  nucleus  by  the Drosha  (a  ribonuclease  III  similar  to 
Dicer) enzyme complex. These precursors are then exported to the cytoplasm by exportin 5 
and  subsequently  bind  to  the Dicer  enzyme  complex, which  processes  the  pre‐micro  RNA 
(miRNA)  for  loading onto  the AGO2–RISC complex. When  the RNA duplex  loaded onto RISC 
has  imperfect  sequence  complementarity,  the  sense  strand  is  unwound  leaving  a mature 
miRNA bound to active RISC. The mature miRNA recognizes target sites in the mRNA, leading 



















machinery  and  effectively  promote  gene  silencing.  Although  siRNAs  were  proven  to  be 
effective, their expression  is transient and their effect  is dependent on the number of siRNA 
molecules that are transfected and their persistence in the cell (Leung and Whittaker, 2005). 












like U6  and  a RNAPol  III promoter  that  is  active  in  all  cell  types  and efficiently directs  the 
synthesis of small, non‐coding transcripts (Mittal, 2004). Transfection can be easily performed 
with these plasmids and stable cell  lines can be generated through a drug resistance marker 
selection.  These  vectors  lead  to  an  efficient  and  stable  knockdown  of  target  genes. 
Nevertheless,  plasmid  vectors  also  have  limitations  in  terms  of  transfection  efficiency. 
Consequently,  retroviral,  lentiviral  and  adenoviral  vector  systems  for  shRNA  delivery were 
constructed,  permitting  the  efficient  introduction  and  stable  integration  of  these 




The  discovery  of  RNAi  functionality  in  mammalian  cells,  all  developments  in  “RNAi 
technology”, together with the complete genome sequencing of a large number of organisms 
lead to the construction of siRNA and shRNA  libraries. These  libraries allow the targeting of 
any  gene of  the  studied  genome  and permit  the development of wide‐genome  screens  to 





The  potential  of  RNAi  machinery  and  all  the  powerful  tools  designed  to  silence  gene 
expression  were  overtaken  to  study  HIV‐1  genes  functions,  HIV‐cell  interaction  and, 
ultimately, to be used as a powerful tool against HIV‐1 infection, by developing new and non‐
conventional antiviral strategies.  
The  continuous  search  for a  cure  to HIV‐1  infection motivates  researchers  to  look  for new 
strategies  to  develop  anti‐HIV  therapies.  RNAi,  being  a  based  silence mechanism  that  is 













al.,  2005;  Lee  et  al.,  2005),  tat  (Coburn  and  Cullen,  2002;  Lee  et  al.,  2003;  Dave  and 
Pomerantz, 2004; Li et al., 2005b), rev (Coburn and Cullen, 2002; Lee et al., 2002; Dave and 
Pomerantz, 2004; Lee et al., 2005; Li et al., 2005b), env  (Park et al., 2003; Hayafune et al., 





an essential  role during HIV‐1  replication. siRNAs  targeting  the  receptor CD4  (Novina et al., 
2002) and the co‐receptors CXCR4 and CCR5 (Martinez et al., 2002; Lee et al., 2003; Qin et al., 
2003; An et al., 2007) were developed. Host factors that are  important for HIV‐1 LTR driven 
transcription  were  also  targeted  and  it  was  demonstrated  that  its  knockdown  led  to  an 






siRNA  and  shRNA  expressed  by  vectors  can  trigger  interferon’s  pathway,  triggering  host 
innate immunity (Robbins et al., 2009). Another concern is the propensity of HIV‐1 to emerge 
with rapid mutation, leading to RNAi resistance (Westerhout et al., 2005). The use of cellular 
factors  overpasses  this  problem.  Nevertheless,  cellular  target  selection  as  to  be  made 
carefully,  taking  into  account  that  RNAi  effect  can  affect  both  virus  and  cell  host.  To 
counteract these weaknesses co‐expression of multiple siRNAs targetting different HIV‐1 RNA 
sequences or HIV‐1 and cellular RNA sequences was used and combinatory shRNA strategies 









Other  RNAi molecules  that  can  be  efficient  against HIV‐1  are  cellular  and  native miRNAs. 
Cellular miRNAs have already been described to target HIV‐1, namely against Nef (Ahluwalia 
et al., 2008). Cellular miRNA against viral proteins together with miRNAs that target cellular 
genes  essential  for HIV‐1  replication  could  also be used  for  an  antiviral  strategy  (Corbeau, 
2008). 









RNAi  screens  to  identify  host  proteins  required  for HIV‐1  replication.  As  described  above, 
several siRNA and shRNAs genome wide screens were performed (Brass et al., 2008; Konig et 
al., 2008;  Zhou  et al., 2008; Yeung  et al., 2009),  and hundreds of new human  genes were 
identified as  important  for HIV‐1  replication  (Goff, 2008).This screening approach expanded 
enormously  the  field of HIV‐host  interaction  and provided new hints  for  cellular pathways 
involved in HIV‐1 replication.  
 
In  conclusion,  despite  the  tremendous  progress  that  has  been made  in HIV  research,  the 
discovery of HIV/AIDS cure was not yet achieved. It is important to proceed with research in 
HIV‐1  not  forgetting  the  restrict  interplay  between  HIV‐1  and  host  cell.  Drawing  all 
background information that it was gathered until nowadays together with new technologies 



























































host, mainly  on  the  study  of  cellular  factors  that  favour  HIV‐1  infection.  The  lack  of  an 
effective  therapy  that can eliminate HIV‐1  from  infected patients, due  to  the emergence of 
resistance mutants, together with the knowledge that in the complex interplay between HIV‐
1  and  its  host, most  of  these  interactions  and  have  not  yet  been  unravelled,  it  becomes 









       ‐ Can we develop an  innovative and  feasible screen  in T  lymphocytes based  in a shRNA 
library to identify cellular proteins essential for HIV‐1 replication? 













Ultimately, our encompassing goal was  to contribute  to a better knowledge of  the complex 
interplay  between HIV‐1  and  its  host  through  the  characterization  of  cellular  proteins  and 





















































































































HIV‐1  is  a  complex  retrovirus  that  uses  the  host  machinery  to  promote  its  replication. 
Understanding  cellular  proteins  involved  in  the multistep  process  of  HIV‐1  infection may 
result  in  the  discovery  of  more  adapted  and  effective  therapeutic  targets.  Kinases  and 
phosphatases  are  a  druggable  class  of  proteins  critically  involved  in  regulation  of  signal 
pathways of eukaryotic cells.  In these work we performed a newly  iterative screen  in Jurkat 
T‐cells  with  a  short‐hairpin‐RNA  (shRNA)  library  highly  enriched  for  human  kinases  and 
phosphatases. With  this  screen we  sought  to discover kinases and phosphatases  that were 
essential for HIV‐1 replication but dispensable for cell viability. We identified new 14 proteins 
essential for HIV‐1 replication that do not affect cell viability. These proteins are described to 
be  involved  in MAPK,  JNK  and  ERK  pathways,  vesicular  traffic  and DNA  repair.  This  study 
























Despite  all  the  efforts  in  the  last  three  decades  for  the  development  of  new  drugs  for 
acquired immune deficiency syndrome (AIDS) treatment, human immunodeficiency virus type 




early  on  the  course  of  infection  and  its  capacity  to mutate  at  a  high  rate,  leading  to  the 
emergency of resistant viruses, are the major concerns for the current therapies (Clavel and 
Hance,  2004).  Therefore,  it  is  crucial  to  identify  novel  drug  targets  and  new  therapeutic 
strategies to combat AIDS. A better understanding of the virus and host‐cell  interplay could 
hopefully provide valuable insights into the molecular interactions involved in various steps of 











Recently,  Kuan‐Teh  Jeang  and  co‐workers  performed  a  loss  of  function  screen with  short‐
hairpin‐RNA  (shRNAs) cloned  in  lentiviral vectors to allow the constitutive expression of the 
shRNAs in Jurkat T‐cells (Yeung et al., 2009). All these screens are based in RNAi libraries that 
cover all human genes. Nonetheless, despite using similar strategies, the degree of functional 













and  co‐workers,  we  used  Jurkat  cells  to  access  specific  T‐cell  genes  important  for  HIV‐1 
replication  but with  the  additional  goal  of  identifying  cellular  drug  targets  for  an  antiviral 
strategy. Furthermore, in contrast to the previous study, selection of HIV‐1 resistant cells was 
dependent  on  viral  expression  (direct  readout)  instead  of  cell  death  due  to  viral  infection 





protein  activity  (Hunter,  1995).  Moreover,  since  kinases  and  phosphatases  are  enzymes 
whose  catalytic activity  can be effectively and  specifically  turned off by active  site‐directed 
inhibitors,  they  constitute  nowadays  the  largest  subset  of  the  druggable  genome,  the  so‐
called  “kinome”  and  “phosphatome”.  Thus,  we  can  envision  that  kinase/phosphatase 
modulation  is a promising approach  for  the development of novel  therapeutic strategies  to 
overcome antiviral drug resistance (Hopkins and Groom, 2002; Russ and Lampel, 2005). In this 
context,  the  study  of  kinase  and  phosphatases  genes  and  their  function  during  HIV‐1 
replication may not only contribute to a better knowledge of HIV‐cell interaction but also may 
lead to the discovery of new cellular targets for HIV‐1 therapy.  
With  this  iterative  shRNA  screen  in  Jurkat  cells we  identified 14 different  cellular proteins, 
involved in several cellular pathways that are essential for HIV‐1 replication.  
















(MD, USA,  contributor Dr. Arthur Weiss) were  cultured  in Roswell Park Memorial  Institute 
medium (RPMI)‐1640, supplemented with 10 % of fetal bovine serum (FBS) (RPMI‐10). Human 
embryonic  kidney  293T  (HEK293T)  (ATCC,  VA,  USA) were  cultured  in  Dulbecco’s modified 
Eagle’s medium  (DMEM)  supplemented with  10 %  FBS  (DMEM‐10).  Jurkat  cells  expressing 






HEK293T  cells were  transfected,  by  calcium  phosphate method, with  pNL4‐3‐r‐HSAS  (AIDS 
reagent,  contributors  Drs.  Beth  Jamieson  and  Jerome  Zack)  or  pHIV‐1NL4‐3  plasmids  (AIDS 
reagent,  contributor  Dr.  Malcolm  Martin)  to  produce  HIV‐HSA  or  HIV‐1NL4‐3  virions, 
respectively. After 48 h, virions were collected from supernatant cultures, measured by p24CA 








6 h,  cells were washed with phosphate buffer  saline  (PBS)  (1 x) and medium was  replaced. 













Lentiviral  shRNA  library  composed  by  3‐5  shRNA  for  each  gene  was  enriched  for  human 
kinases  and  phosphatases  by  rearraying  LKO.1  shRNA  constructs  obtained  from  the  RNAi 
Consortium  (TRC)  (Broad  Institute, MA, USA). High‐titer  lentiviral  production was  obtained 
after transfection of HEK293T cells with the shRNA‐encoded library. The plasmids included in 
the  lentiviral  packaging  mix  encode  the  key  structural  viral  packaging  genes  and  a 
heterologous viral envelope gene in a three‐plasmid lentivirus packaging system (Amendola et 
al.,  2005)  (lentiviral  library  production was  performed  by  the  Luis Moita  Laboratory). We 
collected  the  cell  supernatant  containing  a  highly  infectious  pool  of  VSV‐G  pseudotyped 
shRNA‐encoding lentiviral particles and used it for transduction of Jurkat cells.  
Jurkat cells were  transduced with  the  lentiviral shRNA  library at MOI of 1 and enhanced by 





anti‐HSA  antibody  (BD  Pharmingen,  CA,  USA)  and  CELLection  Biotin  magnetic  beads 
(Invitrogen  Dynal,  Oslo,  Norway),  according  to  the manufacturers’  protocol.  This  iterative 
procedure  was  repeated  for  3  more  rounds.  Cells  were  recovered,  cultured  in  RPMI‐10 
supplemented with 2 µg/ml of puromycin and grown for 7 days. Procedures of viral infection, 
negative  selection  and  cell  culture  with  puromycin  were  performed  3  times.  The 


















amplified  with  the  following  primers:  5’‐GGATGAATACTGCCATTTGTCTCG‐3’  and 
5’‐AGGCCCGAAGGAATAGAAGA‐3’.  The  resultant  PCR  products  were  sequenced  using  an 
internal  primer:  5´‐CAGGGCTGTTAGAGAGATAATTGGA‐3´  (MACROGEN,  Seoul,  Korea).  To 






After  identifying  target genes, we selected 3‐5 shRNA constructions  for each gene  from  the 
TRC  and  generated  Jurkat  cells  expressing  a  specific  shRNA.  Briefly,  we  produced  shRNA 
lentiviral particles and transduced Jurkat cells with each shRNA as described  in Material and 
Methods. Transduced cells were  isolated with ClonaCell™‐TCS  semi‐solid medium  (StemCell 





Total RNA was extracted  from  shRNA clones using Trizol  (Invitrogen, CA, USA) according  to 
the  manufacturer’s  protocol.  cDNA  was  synthesized  using  SuperScriptTM  III  First‐Strand 
Synthesis  SuperMix  for  qRT‐PCR  kit  (Invitrogen,  CA, USA)  according  to  the manufacturer’s 
protocol. qPCR was performed on an ABI Prism 7300 PCR  system  (Applied Biosystems, CA, 
USA), using the Maxima™ SYBR Green qPCR Master Mix (Fermentas, Ontario, Canada). Primer 
sequences  are  described  in  Table  2.2.  For  PRKD1,  ELA1  and  PPFIA2  genes,  qPCR  was 
performed  using  a  Maxima™  Probe  qPCR  Master  Mix  (Fermentas)  and  TaqMan®  Gene 
Expression  Assays  (Applied  Biosystems).  The  relative  amount  of  target  gene  mRNA  was 























































































































































The  protein  network  constructions  and  core  analysis  was  generated  through  the  use  of 
ingenuity Pathway Analyses  (IPA) software  (Ingenuity Systems,  Inc., CA, USA). The  identified 
genes  were  uploaded  into  the  IPA  application  and  each  gene  was  mapped  to  its 


























































to  be  transduced  is  P(A’)  =  0,998.  Subsequently,  transduced  cells were  challenged with  a 
replication competent HIV‐1 encoding murine heat stable antigen (HSA) used as a cell surface 
marker  to  discriminate  between  infected  and  non‐infected  cells.  After  7  days  of  HIV‐1 
infection, we selected shRNA‐transduced cells HSA‐surface‐negative and potentially resistant 
to HIV‐1  replication.  This  procedure was  performed  in  3  consecutive  rounds  to  assure  an 
enrichment  of  cells  resistant  to  HIV‐1 with  the  removal  of  HSA‐expressing  cells  from  the 





viability,  individual  shRNA  clones  were  expanded  and  cultured  for  2  months  in  medium 
supplemented  with  puromycin.  At  this  period,  the  number  of  Jurkat  shRNA  clones  that 
survived was  reduced  to  184, which may  be  due  to  cytotoxic  effects  resulting  from  gene 
knockdown in cells cultured for 60 days. 
To further confirm that viable shRNA clones were resistant to HIV‐1 replication, an  infection 
assay was  performed  for  each  individual  clone.  All  184  shRNA  clones were  infected with 
HIV‐1NL4‐3 at a MOI of 1. After 7 days of  infection, viral  replication was measured by p24
CA 
ELISA  from  supernatant  of  infected  cultures  and  resistance  to  HIV‐1  replication  was 
determined. As shown in figure 2.2, the majority of shRNA clones were highly resistant to HIV‐
1 replication. Indeed, when compared to wild‐type Jurkat cells, 136 out of 184 shRNA clones 





To  identify HIV‐1 dependent host‐factors  targeted by  the  shRNA  that were  responsible  for 
















sequences  we  have  identified  cellular  host‐factors  with  only  one  shRNA  gene‐specific 
sequence and genes  that were  targeted by more  than one  shRNA  (table 2.4). As  shown  in 
table 2.3, amongst the 14 host proteins identified as essential for HIV‐1 replication we found 
2  phosphatases,  5  kinases,  1  hypothetical  kinase‐binding‐protein,  2  phosphatase‐
binding‐proteins  and  4  other  proteins  with  various  functions.  By  performing  biochemical 
functional analysis with the IPA software (IPA–Ingenuity Systems) the identified proteins were 
clustered  into  groups  algorithmically  generated  and based on  their  connectivity.  From  this 
analysis two networks were originated: Network1: Amino Acid Metabolism, Post‐Translational 














pathways  analysis  to  identify  the  canonical  pathways  from  the  IPA  library  that were most 












































MAPK9/JNK2  Mitogen‐activated protein kinase 9  Member of the MAP kinase family  1 































EZH2  Enhancer of zeste homolog 2  Member of the Polycomb‐group  1 
WT1  Wilms tumor 1  Transcription factor  3 
ELA1/CELA1  Elastase 1, pancreatic  Serine protease  4 
 
In this screen we have  identified proteins other than kinases or phosphatases. This  is due to 
the  fact  that we  started with an enriched  shRNA  library  that  contained other  target genes 
besides  kinases  and  phosphatases.  The  significant  number  of  non‐kinase  and  non‐
phosphatase genes in our output compared with its percentage in the initial library could be 
justified  by  the  strategy  of  long‐term  screening.  After  two  months  of  selection  with 
puromycin  and  infection with HIV‐1,  a  large  number  of  shRNA  clones were  not  detected. 
These clones may constitute a mixture of shRNA that induced different levels of cytotoxicity in 



































Figure  2.4.  Biochemical  relationships  between  identified  proteins.  Network  1  corresponds  to  Amino  Acid 
Metabolism,  Post‐Translational  Modification,  and  Small  Molecule  Biochemistry,  and  includes  ELA1  (CELA1), 
MAP3K2, MAPK9,  PRKD1,  PTPN9,  PTPRE,  RAD23B,  SGK1,  STK24  and WT1.  Core  analysis was  performed with 













Figure 2.5. Biochemical  relationships between  identified proteins. Network 2: corresponds  to Cell Cycle, Cell 
Signaling,  Cellular  Growth  and  Proliferation  and  includes  CIB2,  EZH2,  PPFIA2  and  PPFIBP1.  Core  analysis was 
performed with Ingenuity Pathway Analyses (IPA) software (Ingenuity Systems, Inc., CA, USA) to analyse putative 

























































Figure 2.6. Molecular and cellular  functions of  identified genes. Bars  indicate  the representativeness of genes 









Figure 2.7. Representation of  the different  canonical pathways wherein  the  identified genes are present.
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Ingenuity Canonical Pathways  ‐Log(P‐value)  Ratio  Molecules 
HGF Signaling  4,11E00  2,88E‐02   MAPK9, PRKD1, MAP3K2 
GNRH Signaling  3,8E00  2,1E‐02   MAPK9, PRKD1, MAP3K2 
Production of Nitric Oxide and Reactive Oxygen Species in 
Macrophages  3,53E00  1,61E‐02   MAPK9, PRKD1, MAP3K2 
Huntington's Disease Signaling  3,18E00  1,27E‐02   SGK1, MAPK9, PRKD1 
CD27 Signaling in Lymphocytes  3,08E00  3,51E‐02   MAPK9, MAP3K2 
Xenobiotic Metabolism Signaling  2,91E00  1,02E‐02   MAPK9, PRKD1, MAP3K2 
ERK5 Signaling  2,88E00  2,9E‐02   SGK1, MAP3K2 
LPS‐stimulated MAPK Signaling  2,79E00  2,5E‐02   MAPK9, PRKD1 
CCR5 Signaling in Macrophages  2,78E00  2,2E‐02   MAPK9, PRKD1 
VDR/RXR Activation  2,71E00  2,5E‐02   WT1, PRKD1 
Aldosterone Signaling in Epithelial Cells  2,59E00  2,04E‐02   SGK1, PRKD1 
SAPK/JNK Signaling  2,58E00  2,04E‐02   MAPK9, MAP3K2 
Fc Epsilon RI Signaling  2,48E00  1,9E‐02   MAPK9, PRKD1 
Cholecystokinin/Gastrin‐mediated Signaling  2,47E00  1,92E‐02   MAPK9, PRKD1 
14‐3‐3‐mediated Signaling  2,43E00  1,75E‐02   MAPK9, PRKD1 
IL‐12 Signaling and Production in Macrophages  2,41E00  1,52E‐02   MAPK9, PRKD1 
Nicotinate and Nicotinamide Metabolism  2,41E00  1,47E‐02   SGK1, MAPK9 
Renin‐Angiotensin Signaling  2,39E00  1,67E‐02   MAPK9, PRKD1 
Type II Diabetes Mellitus Signaling  2,27E00  1,27E‐02   MAPK9, PRKD1 
Hepatic Cholestasis  2,21E00  1,21E‐02   MAPK9, PRKD1 
Inositol Phosphate Metabolism  2,18E00  1,14E‐02   SGK1, MAPK9 
B Cell Receptor Signaling  2,17E00  1,29E‐02   MAPK9, MAP3K2 
Germ Cell‐Sertoli Cell Junction Signaling  2,16E00  1,24E‐02   MAPK9, MAP3K2 
CXCR4 Signaling  2,12E00  1,19E‐02   MAPK9, PRKD1 
RAR Activation  2,08E00  1,12E‐02   MAPK9, PRKD1 
IL‐8 Signaling  2,06E00  1,07E‐02   MAPK9, PRKD1 
NRF2‐mediated Oxidative Stress Response  2,04E00  1,08E‐02   MAPK9, PRKD1 
Endothelin‐1 Signaling  2,03E00  1,08E‐02   MAPK9, PRKD1 
Leukocyte Extravasation Signaling  2,02E00  1,03E‐02   MAPK9, PRKD1 
Cardiac Hypertrophy Signaling  1,8E00  8,23E‐03   MAPK9, MAP3K2 
IL‐22 Signaling  1,66E00  3,7E‐02   MAPK9 
4‐1BB Signaling in T Lymphocytes  1,58E00  2,78E‐02   MAPK9 
Nucleotide Excision Repair Pathway  1,54E00  2,86E‐02   RAD23B 
April Mediated Signaling  1,51E00  2,38E‐02   MAPK9 
Mechanisms of Viral Exit from Host Cells  1,5E00  2,27E‐02   PRKD1 
B Cell Activating Factor Signaling  1,48E00  2,27E‐02   MAPK9 
Molecular Mechanisms of Cancer  1,48E00  5,38E‐03   MAPK9, PRKD1 
MIF Regulation of Innate Immunity  1,45E00  2,08E‐02   MAPK9 
FcγRIIB Signaling in B Lymphocytes  1,45E00  1,79E‐02   MAPK9 
ATM Signaling  1,37E00  1,92E‐02   MAPK9 
Myc Mediated Apoptosis Signaling  1,33E00  1,67E‐02   MAPK9 
Thrombopoietin Signaling  1,32E00  1,61E‐02   PRKD1 
Induction of Apoptosis by HIV1  1,31E00  1,54E‐02   MAPK9 









Ingenuity Canonical Pathways  ‐Log(P‐value)  Ratio   Molecules 
Calcium‐induced T Lymphocyte Apoptosis  1,29E00  1,54E‐02   PRKD1 
Activation of IRF by Cytosolic Pattern Recognition Receptors  1,28E00  1,37E‐02  MAPK9 
Macropinocytosis Signaling  1,27E00  1,39E‐02   PRKD1 
Erythropoietin Signaling  1,25E00  1,32E‐02   PRKD1 
IL‐3 Signaling  1,24E00  1,37E‐02   PRKD1 
Growth Hormone Signaling  1,24E00  1,37E‐02   PRKD1 
IL‐17 Signaling  1,23E00  1,37E‐02   MAPK9 
Agrin Interactions at Neuromuscular Junction  1,23E00  1,39E‐02   MAPK9 
Caveolar‐mediated Endocytosis Signaling  1,22E00  1,22E‐02   MAP3K2 
NF‐κB Activation by Viruses  1,22E00  1,23E‐02   PRKD1 
Reelin Signaling in Neurons  1,22E00  1,3E‐02   MAPK9 
Prolactin Signaling  1,21E00  1,28E‐02   PRKD1 
BMP signaling pathway  1,21E00  1,25E‐02   MAPK9 
Melatonin Signaling  1,19E00  1,28E‐02   PRKD1 
TGF‐β Signaling  1,18E00  1,16E‐02   MAPK9 
Factors Promoting Cardiogenesis in Vertebrates  1,17E00  1,12E‐02   PRKD1 
p53 Signaling  1,14E00  1,12E‐02   WT1 
IL‐6 Signaling  1,13E00  1,05E‐02   MAPK9 
Virus Entry via Endocytic Pathways  1,13E00  1,04E‐02   PRKD1 
HMGB1 Signaling  1,13E00  1,02E‐02   MAPK9 
Neuregulin Signaling  1,12E00  1E‐02   PRKD1 
FXR/RXR Activation  1,11E00  1E‐02   MAPK9 
Fcγ Receptor‐mediated Phagocytosis in Macrophages and 
Monocytes  1,11E00  9,62E‐03   PRKD1 
HIF1α Signaling  1,1E00  9,52E‐03   MAPK9 
G Beta Gamma Signaling  1,09E00  8,55E‐03   PRKD1 
α‐Adrenergic Signaling  1,09E00  9,35E‐03   PRKD1 
Glioma Signaling  1,09E00  8,93E‐03   PRKD1 
Neuropathic Pain Signaling In Dorsal Horn Neurons  1,08E00  9,62E‐03   PRKD1 
Pancreatic Adenocarcinoma Signaling  1,07E00  8,62E‐03   MAPK9 
Type I Diabetes Mellitus Signaling  1,07E00  8,77E‐03   MAPK9 
Natural Killer Cell Signaling  1,05E00  8,7E‐03   PRKD1 
Gα12/13 Signaling  1,04E00  8,13E‐03   MAPK9 
Cdc42 Signaling  1,04E00  7,58E‐03   MAPK9 
fMLP Signaling in Neutrophils  1,04E00  7,87E‐03   PRKD1 
CD28 Signaling in T Helper Cells  1,03E00  8E‐03   MAPK9 
Synaptic Long Term Potentiation  1,03E00  8,7E‐03   PRKD1 
CCR3 Signaling in Eosinophils  1,03E00  8,2E‐03   PRKD1 
Androgen Signaling  1,02E00  6,9E‐03   PRKD1 
Corticotropin Releasing Hormone Signaling  1E00  7,35E‐03   PRKD1 
p70S6K Signaling  9,97E‐01  7,63E‐03   PRKD1 
Insulin Receptor Signaling  9,74E‐01  7,25E‐03   SGK1 
mTOR Signaling  9,47E‐01  6,41E‐03   PRKD1 
Synaptic Long Term Depression  9,32E‐01  6,1E‐03   PRKD1 
Mitochondrial Dysfunction  9,13E‐01  5,81E‐03   MAPK9 
Dendritic Cell Maturation  9,13E‐01  5,78E‐03   MAPK9 
Acute Phase Response Signaling  8,72E‐01  5,65E‐03   MAPK9 








Ingenuity Canonical Pathways  ‐Log(P‐value)  Ratio  Molecules 
CREB Signaling in Neurons  8,63E‐01  5,15E‐03   PRKD1 
Thrombin Signaling  8,25E‐01  4,9E‐03   PRKD1 
LPS/IL‐1 Mediated Inhibition of RXR Function  8,14E‐01  4,88E‐03   MAPK9 
Colorectal Cancer Metastasis Signaling  7,51E‐01  4,05E‐03   MAPK9 
Glucocorticoid Receptor Signaling  7,13E‐01  3,57E‐03   MAPK9 
Axonal Guidance Signaling  5,72E‐01  2,47E‐03   PRKD1 
 
Therefore,  since  kinases  and  phosphatases  are  involved  in  biochemical  and  cell‐cycle 
pathways essential  for proliferation and cell survival,  the  long‐term selection method could 
have eliminated the less viable clones from the final output. In this study, we have evaluated 






off‐target effects and  confirm  the  importance of  the  identified genes  for HIV‐1  replication. 
Thus,  we  recloned  3‐to‐5  shRNA  for  each  host‐protein  identified  in  the  previous  assay, 
creating Jurkat T cell lines stably expressing the corresponding shRNA (each shRNA sequence 
is  reported  in  table  2.1).  The  resistance  of  these  shRNA  clones  to  HIV‐1  replication  was 
evaluated by replication assays. shRNA clones were  infected with HIV‐1NL4‐3 at MOI of 1 and 
after seven days of infection viral production was evaluated by quantification of p24CA (Figure 




observed  in  gene‐specific mRNA  levels  indicating  a  down‐modulation  of  the  genes  by  the 
shRNAs. However, for some shRNA clones the mRNA level reduction was not so evident. For 
ELA1  gene  both  shRNA  clones  showed  a  diminution  in mRNA  levels  (figure  2.9E),  but  the 
replication assays indicate a strong reduction in HIV‐1 replication. These results may indicate 
that a slight alteration in ELA1 mRNA levels reflects a considerable alteration in phenotype, as 

































measured by p24CA  ELISA. A.  Evaluation of PTPN9  shRNA  clones  resistance  to HIV‐1  replication.  shRNA  clones 
PTPN9‐B and PTPN9‐C were selected to perform the subsequent studies and from than on designated as PTPN9‐1 
and PTPN9‐2,  respectively. B. Evaluation of PRKD1  shRNA  clones  resistance  to HIV‐1  replication.  shRNA  clones 
PRKD1‐C and PRKD1‐E were selected to perform the subsequent studies and from than on designated as PRKD1‐1 
and PRKD1‐2, respectively. C. Evaluation of MAP3K2 shRNA clones resistance to HIV‐1 replication. shRNA clones 
MAP3K2‐A  and MAP3K2‐D were  selected  to perform  the  subsequent  studies  and  from  than on designated  as 
MAP3K2‐1  and MAP3K2‐2,  respectively. D.  Evaluation of MAPK9  shRNA  clones  resistance  to HIV‐1  replication. 
shRNA  clones MAPK9‐A  and MAPK9‐D  were  selected  to  perform  the  subsequent  studies  and  from  than  on 
designated  as MAPK9‐1  and MAPK9‐2,  respectively.  E.  Evaluation  of  ELA1  shRNA  clones  resistance  to  HIV‐1 
replication. shRNA clones ELA1‐A and ELA‐D were selected to perform the subsequent studies and from than on 
designated  as  ELA1‐1  and  ELA1‐2,  respectively.  F.  Evaluation  of  RAD23B  shRNA  clones  resistance  to  HIV‐1 
replication. shRNA clones RAD23B‐C and RAD23B‐D were selected to perform the subsequent studies and  from 
than on designated as RAD23B‐1 and RAD23B‐2, respectively. G. Evaluation of CIB2 shRNA clones resistance  to 
HIV‐1  replication.  shRNA clones CIB2‐A and CIB2‐B were  selected  to perform  the  subsequent studies and  from 
than on designated as CIB2‐1 and CIB2‐2,  respectively. H. Evaluation of EZH2 shRNA clones  resistance  to HIV‐1 
replication. shRNA clones EZH2‐A and EZH2‐C were selected to perform the subsequent studies and from than on 





HIV‐1  replication. shRNA clones WT1‐A and WT1‐C were selected  to perform  the subsequent studies and  from 
than on designated as WT1‐1 and WT1‐2  respectively. L. Evaluation of STK24 shRNA clones  resistance  to HIV‐1 
replication. shRNA clones STK24‐A and STK24‐C were selected to perform the subsequent studies and from than 






































of  infection  we  determined  viral  replication  by  quantifying  the  amount  of  virion  capsid 
protein  p24CA  in  cell  culture  supernatant  by  ELISA.  To  assure  that  the  RNAi  pathway was 
activated  by  the  stable  expression  of  shRNAs  and  did  not  interfere with HIV‐1  replication 
leading  to  off‐target  effects,  we  used  scrambled  shRNA  (shSCRAM)  as  control.  This  is  a 
non‐specific shRNA that activates the RNAi pathway, without targeting any human genes. 
As showed in figure 2.10A, HIV‐1 replication was strongly inhibited in all shRNA clones tested 
(over  80  %  of  inhibition),  supporting  the  relevance  of  these  host‐proteins  during  HIV‐1 
replication.  Importantly,  inhibition  of  HIV‐1  replication  was  not  due  to  an  outcome  of 
decrease  cell  viability  as  all  shRNA  clones  exhibited  viability  values  similar  to  the  control 
(Figure 2.10B). 
To  test  if  inhibition of HIV‐1  replication was a  result of  lower  viral expression or  instead a 
reduction  in viral release, we analyzed the  intracellular gag gene expression of shRNA T‐cell 
clones by western‐blot. As  shown  in  Figure  2.10C,  after  7 days of  infection with HIV‐1NL4‐3, 
neither P55Gag nor p24CA were detected in any of the shRNA Jurkat clones except for shSCRAM 
(control). These results corroborate the p24CA ELISA data and strengthen the important role of 
targeted host‐proteins  in a  step(s) prior  to virus expression. Therefore,  this  results validate 
the  shRNA  screen performed,  verifying  the  importance of  the  identified proteins  for HIV‐1 
replication. 
Figure 2.9. mRNA knockdown  in  individual clones stably expressing shRNA. After recloning shRNA  in Jurkat 
cells, mRNA was extracted from the different shRNA clones and cDNA was purified for posterior quantification 





(n = 3). F. Reduction of mRNA  levels  in RAD23B  shRNA clones  (n = 3). G. Reduction of mRNA  levels  in CIB2 
shRNA clones (n = 2). H. Reduction of mRNA levels in EZH2 shRNA clones (n = 3). I. Reduction of mRNA levels in 
PPFIA2 shRNA clones  (n = 2).  J. Reduction of mRNA  levels  in PPFIBP1 shRNA clones  (n = 3). K. Reduction of 










with HIV‐1NL4‐3  (MOI of 1) and after 7 days of  infection, HIV‐1  replication was measured by p24CA  levels  in  the cell culture 
supernatant. Values are relative to Jurkat cells infected with HIV‐1NL4‐3 and represent the mean ± SEM (n = 6). *** corresponds 
to P < 0,0001. B. Viability of shRNA clones after 7 days of  infection with HIV‐1NL4‐3. Values are relative to Jurkat cells  infected 












overcome  current  limitations  is  to  target  cellular  proteins  that  are  less  variable  than  viral 
proteins. Kinases and phosphatases are key drug targets and subject of  intense scrutiny due 
to  their wide  role  in  cell  signalling and other biochemical activities. Hence,  the aim of  this 
study was to  identify cellular proteins,  in particular kinases and phosphatases that would be 
essential  for HIV‐1  replication but  innocuous  for  the  cell. Consequently,  these proteins  can 
potentially  be  used  as  antiviral  targets.  For  this  purpose,  we  explored  a  shRNA  library 
enriched for all human kinases and phosphatases and performed an iterative shRNA screen in 




justified by  the different  approaches  chosen  in each  study.  In  the  first  three  studies using 
siRNA libraries (Brass et al., 2008; Konig et al., 2008; Zhou et al., 2008), where the knockdown 
is  transient, different host  cell  lines were used, different  timings of  siRNA  treatment were 





with  a  genome‐wide  shRNA  library  in  Jurkat  T  cell  line.  This  last work  seems  to  be more 
advantageous  compared  to previous  studies  (Kok  et al.,  2009). Despite  the differences,  all 
screens applied a broad approach with an extensive RNAi library that covers all human genes.  
Our work  focused  on  a more  restricted  strategy  using  a  smaller  library,  enriched  against 
kinases and phosphatases  instead of a generalized genome‐wide  library. With  this  strategy 
not only we ensured that this druggable class of proteins was the major focus of the screening 
but also we bias it representation in the final results diminishing the probability of off‐target 









restricted  shRNA  library  and  a  different  screen platform. We  selected HIV‐1  resistant  cells 
with a reduction in viral expression (reduced expression of HSA at cell surface) instead of cell 
survival  after HIV‐1  infection. With  this  strategy we  assure  that HIV‐1  resistant  Jurkat  cells 
express  shRNA  that  knockdown  cellular  proteins  directly  contributing  to  productive  HIV‐1 










bias  for  selecting  kinases  and phosphatases, only 57 % of  resulting proteins belong  to  this 
class, when  initially 68 % were present  in  the  library. This might have occurred due  to  cell 
cytotoxicity during the period of more than two months in culture when these proteins were 
knocked down by shRNA. The relative weak viability of this knockdown cells could have been 
outcompeted by other  shRNA clones against proteins which  function was  less cytotoxic  for 
the cell. This explanation  is particularly  important  for kinases and phosphatases since  these 
classes of proteins are crucial  in processes of cell death and  survival. Therefore,  interfering 
with  HIV‐1  replication  by  knockdown  kinases/phosphatases  function  can  have  deleterious 
effects on cell viability particularly when important kinases are targeted.  
Nevertheless, when we overlap our screen with the previous studies (Brass et al., 2008; Konig 














intersected,  identifies  CIB2  as  a  potential  druggable  protein  important  for  viral  replication 
(Bushman et al., 2009). Importantly, in a core analysis to our set of genes aiming to evaluate 
their biochemical relationships and possible function  in the cell, we observed that the more 




Even  though  our  shRNA  screen  in  Jurkat  cells  did  not  select  highly‐known  HIV‐1  helper‐
factors, the links described above validate the strategy presented in this study as efficient to 
identify  important helper  factors  that assist HIV‐1  replication. As mentioned above,  the 14 
proteins  that we have  identified have not  yet been described  as directly  involved  in HIV‐1 
replication. Nevertheless,  the putative  involvement of  these proteins  into different  cellular 
pathways could lead to a better knowledge of their function during HIV‐1 life cycle (Table 2.6). 




HIV‐1  life cycle and  if they  interact with viral proteins. Therefore, replication studies have to 
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The complex  interplay between HIV‐1 and  its host cell  is reflected  in each step of HIV‐1  life 
cycle. HIV‐1  to  replicate needs both viral and cellular proteins. Co‐factors have emerged as 
essential apparatus for HIV‐1 and seem to be hijacked by the virus. Many cellular factors have 














































the  nucleus,  viral  DNA  is  integrated  into  the  host  chromosome,  transcribed  into  viral 
transcripts that are translocated from nucleus.  In the cytoplasm, viral proteins are produced 
and assembled with viral RNA genome to generate viral particles that bud from the cell and 
mature  in  infectious  particles  (reviewed  in  Sierra  et  al.,  2005).  For  each  of  these  steps  to 
successfully  occur,  several  viral  and  host  proteins  have  to  operate.  In  fact,  a  dynamic 
interaction  between  the  virus  and  the  host machinery  is  observed,  being  cellular  proteins 
hijacked by  the virus  to act as co‐factor during HIV‐1  replication  (Sorin and Kalpana, 2006). 
The  identification  of  cellular  proteins  that  help HIV‐1  to  complete  its  replication  cycle  can 















In  the  present work we  focused  in  the  assessment  of where  in  the HIV‐1‐life  cycle  these 
proteins could be involved. Early steps of HIV‐1 replication, integration and LTR transcription 
were  evaluated. We  concluded  that  all  studied  proteins  have  an  early  function  in  HIV‐1 








identification  and  characterization  of  these  co‐factors  during  HIV‐1  replication  opens  new 
perspectives for the complex interplay between HIV‐1 and its host. Mainly, the identification 
and  characterization of  kinases  and phosphatases  lead  to  future  studies  for understanding 
















Jurkat  E6‐1  T‐cells were  obtained  through  the NIH  AIDS  Research  and  Reference  Reagent 
Program  (MD,  USA,  contributor  Dr.  Arthur  Weiss)  and  were  cultured  in  RPMI‐1640, 









HEK293T  cells were  transfected,  by  calcium  phosphate method,  pHIV‐1NL4‐3  plasmids  (AIDS 
reagent, contributor Dr. Malcolm Martin) or with pNL4‐3‐r‐HSAS (AIDS reagent, contributors 






















were washed  in  ice‐cold PBS and  lysed  in RIPA  lysis buffer (50 mM Tris‐Cl [pH=7,2], 150 mM 
NaCl, 1 % Triton X‐100) for 30 min at 4 oC. Protein concentration was quantified by Bradford 
colorimetric assay  (BioRad, CA, USA). Equal amounts of protein were analyzed by 12 % SDS‐
PAGE,  transferred  onto  nitrocellulose  membranes  (GE  Healthcare,  Buckinghamshire,  UK), 
blotted  with  anti‐Vif  primary  antibody  (AIDS  Research  and  Reference  Reagent  Program, 
Division  of  AIDS,  NIAID,  NIH  ,  #2221,  from  Dr.  Dana  Gabuzda)  and  anti‐GAPDH  primary 
antibody  (6C5;  Santa  Cruz  Biotechnology,  CA,  USA),  followed  by  incubation  with  HRP‐
conjugated  secondary  antibodies  (BioRad)  and developed using  the ECL  (GE Healthcare) or 
Femto (Pierce, IL, USA). 
 
3.3.5.  EGFP‐encoding  lentiviral  particles  production  and  shRNA  clones 
transduction 
 
To  produce  eGFP‐encoding  lentiviruses  particles,  HEK293T  cells  were  co‐transfected  with 
pGagPol (Amendola et al., 2005), pRev (Amendola et al., 2005), pFugW (Lois et al., 2002) and 
pHEF‐VSVG  (AIDS  Research  and  Reference  Reagent  Program, Division  of  AIDS, NIAID, NIH, 
from  Dr.  Lung‐Ji  Chang)  or  pSVIIIexe7pA‐HxB2  (Sullivan  et  al.,  1998)  in  the  proportion  of 
2:1:1:0.2. After 48 h, lentiviral particles were collected and quantified by p24CA ELISA. shRNA 








harvested  at  2,  4  and  7 days. Afterwards, washing with  1 % BSA‐PBS, HIV‐HSA‐transduced 
cells were stained for HSA surface expression, with anti‐HSA‐PE (BD Pharmingen) for 30 min 
at 4  oC. After staining, cells were  fixed with 0.1 %  formaldehyde  in PBS. Cells  infected with 
HIV‐1NL4‐3 were harvest at day 0, 2, 4 and 7, washed 1 % BSA‐PBS,  stained  for CD4  surface 
expression with anti‐CD4‐FITC (RPA‐T4 BD Pharmigen) and fixed with 0.1 % formaldehyde  in 












HeLa‐P4  cells were  co‐transfected with  300 ng of pLKO.1  shRNA  for  each  target  gene  and 
100 ng  of  pHIV‐1NL4‐3.  Transfections  were  performed  with  FuGENE
®  HD  (Roche,  IN,  USA) 
according to manufacturers’ protocol. After 48 h, viral particles were collected and quantified 
by p24CA ELISA. Cells were collected to evaluate β‐galactosidase expression by a colorimetric 














proteins  essential  for  HIV‐1  replication.  Afterwards,  the  importance  of  these  proteins  for 
HIV‐1  infection  was  validated  by  the  construction  of  individual  cell  Jurkat  cell  clones 
expressing  a  shRNA  cassette  that  knockdown  each  gene  expression.  All  clones  were 
demonstrated  to  inhibit HIV  replication,  being  viral  particles  production  and  viral  proteins 
expression almost abolished. 
To evaluate whether inhibition of HIV‐1 replication in the shRNA clones occurred early in viral 
replication or rather  if  it would reflect a cumulative effect, we followed HIV‐1  infection over 
time and assessed viral spread in culture. We infected shRNA T‐cell clones with HIV‐1NL4‐3 and 
monitored  viral production overtime by measuring  the p24CA  in  cell  culture  supernatant at 
day two, four and seven (Figure 3.1A). As represented in the three panels of Figure 3.1A, we 
can  observe  a  pattern  of  viral  replication  throughout  time  for  all  different  shRNA  clones. 
Compared  to HIV‐1 replication  in shSCRAM cells normalized  to 100 % at all  time points, we 




western‐blot  the  expression  of  Vif  protein  after  48h  of  HIV‐1NL4‐3  infection.  As  shown  in 




these  results  indicate  that  inhibition  of  HIV‐1  replication  by  gene‐specific  shRNAs  is  very 
effective  and  initiates  early  in HIV‐1  replication. Nevertheless,  for  EZH2‐1  shRNA  and with 
minor  importance  for EZH2‐2  and PPF1A2‐2  shRNAs, expression of Vif was higher  than  for 
other  knockdowns. Taking  in  consideration  the  reduction  in  viral  replication observed with 








To get better understanding on  the blocking effect of host‐protein expression by  shRNA  in 
HIV‐1  infection and dissemination  in culture, we challenged the different shRNA clones with 
the HIV‐HSA  reporter virus. This  system allows HIV‐1  infection  to be  followed at  single‐cell 
level  by  enumerating  HSA+  cells  by  flow  cytometry  after  surface  staining.  Seven‐day  time 
course  assay  demonstrated  that while  the  percentage  of  shSCRAM  infected  cells  steadily 





































in  shRNA  Jurkat clones during 7 days of  infection.  shRNA clones were  infected with HIV‐1NL4‐3  (MOI of 1) and p24
CA 












Despite  the  observation  that  shRNAs  do  not  completely  knockdown  host‐proteins  gene 
expression (was demonstrated previously), viral replication was strongly reduced as shown in 
figure 3. 1. 
These  results  support  the  hypothesis  that  an  effect  of  host‐proteins  on  viral  replication  is 

























  Figure 3.3. CD4 surface expression  in Jurkat shRNA clones during HIV‐1. Jurkat shRNA clones were  infected with HIV‐1NL4‐3








3.4.2. Knockdown of host‐proteins does not  affect  integration but  rather 
affect an early step in HIV‐1 replication 
 
The observation  in our previous work  that Gag products were not detected  intracellularly, 
lead to the hypothesis that the identified host‐proteins would be important in an early stage 
of  HIV‐1  life  cycle,  before  Gag  expression  (chapter  2,  figure  2C).  To  further  investigate 
whether  HIV‐1  replication  cycle  was  affected  before  or  after  viral  integration 
knockdown‐Jurkat  cells were  transduced with an HIV‐1‐based  lentiviral vector,  carrying  the 
EGFP  transgene,  and  pseudotyped  with  a  VSV‐G  envelope.  Expression  of  the  fluorescent 
protein was  under  the  control  of  human  ubiquitin‐C  promoter  to  avoid  a  bias  effect  that 
host‐proteins might be involved in LTR‐driven expression. Analysis of EGFP expression at 48 h 
post‐transduction  by  flow  cytometry  showed  similar  fluorescence  results  compared  to  the 
control  shSCRAM  indicating  that  in  all  Jurkat‐knockdown‐cells  HIV‐1  proviral  vector  was 
efficiently integrated (Figure 3.4, black bars). To assess whether by using VSV‐G‐pseudotyped 
HIV‐1  vectors  we  were  overcoming  an  entry  defect  in  Jurkat  knockdown  clones,  similar 
experiments  were  performed  with  a  gp120‐pseudotyped  lentiviral  vector.  Results  from 
transduction  experiments  showed  that  all  shRNA  Jurkat  clones  express  low  levels  of  EGFP 
compared to Jurkat shSCRAM (Figure 3.4, white bars). Taken together, these results  indicate 
that  these  newly  identified  proteins  do  not  affect  viral  integration  but  have  a  role  during 
HIV‐1 entry.  
Figure 3.4. Knockdown of host‐proteins do not affect integration but affect an early step in HIV‐1 replication. Jurkat 
shRNA  clones were  transduced with  EGFP‐expressing  lentiviral  particles  (FugW‐EGFP)  pseudptyped with VSV‐G  and 
















individual  gene‐specific  shRNA. All  previous  proteins were  studied  except  for  ELA1  due  to 
technical reasons. The efficiency of LTR‐driven expression was determined by β‐Galactosidase 
activity 48h post‐transfection. By examining β‐Galactosidase activity  (figure. 3.5, black bars), 
the  relative  expression of  shRNA  against PRKD1, MAP3K2, MAPK9, RAD23B,  EZH2, PPFIA2, 
PPFIBP1, WT1 and STK24 exhibited a decrease on LTR‐directed transcription compared with 
control  shSCRAM.  However,  no  noteworthy  effect  could  be  observed  for  shRNA  against 
PTPN9,  CIB2  and  SGK.  Concomitantly,  levels  of  p24CA  antigen  in  supernatant  were  also 
determined  to assess viral production  in one cycle of  infection  (Figure 3.5, white bars). Our 
data  showed  that  shRNAs  with  an  effect  on  HIV‐1  transcription  were  associated  with  a 
significant decrease in the p24CA levels. Taken together, our results strongly suggest that the 
decrease  in  viral  production  in  this  context  is  a direct  consequence  of  reduced  LTR‐driven 
expression when  PRKD1, MAP3K2, MAPK9,  RAD23B,  EZH2,  PPFIA2,  PPFIBP1  and WT1  and 
Figure 3.5. HIV‐1 LTR‐driven transcription is affected by host‐proteins. Transient assays were performed in HeLa‐P4 
cells  co‐transfected with  pHIV‐1NL4‐3  and  the  different  shRNA  plasmids.  After  48h,  cells were  harvested  and  LTR 
transcription was measured by quantification of the β‐Galactosidase activity in cell lysates. Cell supernatant was also 
collected to measure viral production by p24CA ELISA. Black bars indicate values for measurements of β‐Galactosidase 








STK24  are  knockdown.  Furthermore,  for  PTPN9,  CIB2  and  SGK  shRNAs,  neither  β‐










We  have  previously  developed  a  newly  shRNA  screen  to  identify  mainly  kinases  and 
phosphatases that could be  important during HIV‐1  infection. With this screen we  identified 
14  proteins  that  after  validation were  proven  to  be  essential  for HIV‐1  replications.  From 
these 14 proteins, we  identified  two phosphatases, PTPN9 and PTPRE;  five kinases, PRKD1, 
MAP3K2,  MAPK9,  SGK  and  STK24;  one  hypothetical  kinase‐binding‐protein,  CIB2;  two 
phosphatase‐binding‐proteins  PPFIA2  and  PPFIBP1;  and  four  other  proteins  with  diverse 
function  RAD23B,  EZH2,  WT1  and  ELA1.  After  identifications  of  these  co‐factors  we 
questioned  its  functions  during  HIV‐1  infection  and  where  in  the  HIV‐1  life  cycle  these 
proteins  could  be  involved.  Therefore,  in  this  work  we  accessed  the  effect  of  down‐
modulation  of  these  proteins  during  infection  time  and  verified  that  the  inhibition  of 
replication occurs early  in  infection and  is cumulative over time having a drastic effect after 
seven days of infection. These results permitted us to validate the efficiency of the shRNA in a 
stable cell lines. We then assessed critical steps in HIV‐1 life cycle, entry, integration and viral 
transcription. Using  the  same  individual  shRNA  Jurkat T clones as previously, we concluded 
that  none  of  these  proteins  seem  to  a  have  a  relevant  role  in HIV‐1  proviral  integration. 
Instead, all proteins seem to play an important role before viral integration in an early step of 
HIV‐1,  entry  and/or  uncoating.  Moreover,  transient  assays  performed  with  HeLa  cells 
demonstrated that PRKD1, MAP3K2, MAPK9, RAD23B, EZH2, PPFIA2, PPFIBP1, WT1 and STK24 
have an effect on HIV‐1 LTR transcription. On contrary, PTPN9, CIB2 and SGK do not show an 
important  outcome  on  this  viral  replication  step.  Therefore,  we  can  infer  that  PRKD1, 
MAP3K2, MAPK9, RAD23B, EZH2, PPFIA2, PPFIBP1, WT1 and STK24 may be important for HIV‐
1 entry (or uncoating) and transcription. Conversely, PTPN9, CIB2 and SGK are only involved in 
entry/uncoating.  This  double  functionality  could  be  the  result  of  multifunctional  protein 
acting on different replication steps of HIV‐1 replication or instead, can be an indirect effect of 












In  turn, EED was described  to  interact with HIV‐1 matrix,  integrase and Nef  (Peytavi et al., 
1999; Violot et al., 2003; Witte et al., 2004). Until this date, the EED role in HIV‐1 life cycle is 
not  well  understood.  Data  suggests  that  EED  could  be  involved  in  cellular  function(s) 
necessary in early steps of HIV‐1 life cycle (Violot et al., 2003) or that EED may function as a 
negative regulator of HIV‐1 assembly and release (Rakotobe et al., 2007). Our results seem to 
indicate  that  EZH2  acts  as  a  positive  factor  in  HIV‐1  entry.  Other  cellular  proteins 
demonstrated  to  be  important  for HIV‐1  are Nuclear Dbf2‐Related  kinase  1  (NDR1)  and  2 
(NDR2). A previous work showed that NDR1 and NDR2 are incorporated into HIV‐1 virions and 
that  the viral protease cleaves  these proteins altering  its enzymatic activity  to  favour HIV‐1 
replication  (Devroe  et  al.,  2005).  In  addition, NDR1  phosphorylation  leads  to  activation  of 
STK24  (Tamaskovic  et  al.,  2003).  Therefore,  it  is  conceivable  that  STK24  could  also  be 
incorporated  in  HIV‐1  and  could  have  an  important  role  in  HIV‐1  replication.  SGK  is 
transcriptionally activated by the Glucocorticoid receptor (GR) (Loffing et al., 2006), which has 
been demonstrated to interact with HIV viral protein Vpr within a complex integrating VIP‐1. 
A study suggested that the  interaction Vpr‐GR could  induce apoptosis since NF‐kB  inhibition 
by Vpr seemed to be GR‐dependent (Muthumani et al., 2005). In addition, a recent work has 




Furthermore, a  report using chemical  inhibitors  indicated  that ERK pathway via PRKD1 was 
dramatically activated by Tat in monocytes (Hui et al., 2006). Moreover, PRKD1 together with 
PI3K has a role  in presenting the catalytically active  form of CDK9 to the HIV‐1 promoter.  It 















with HIV‐1 glycoprotein gp41. HLE  is proposed  to be a  rate‐limiting  receptor  for viral entry 
potentially by a mechanism involving the phenomenon of receptor co‐patching (Bristow et al., 
2003). The  structural  similarities between ELA1 and ELA2 could  lead  to  the hypothesis  that 
ELA1 could have similar function to ELA2.  Indeed, our results  identify ELA1 as  important  for 
HIV‐1. 
Regarding MAP3K2  and MAPK9,  although  they were  not  shown  to  be  directly  involved  in 
HIV‐1  replication, many  reports  have  described MAPK  pathway  to  be  important  for HIV‐1 
replication  in several cell types (Jacque et al., 1998; Mischiati et al., 1999; Yang et al., 1999; 
Popik and Pitha, 2000; Greenway et al., 2003; Mishra et al., 2007). 
Our  study  brings  new  perspectives  for  HIV‐1‐host  interplay.  The  exact  mechanism  and 
pathway(s) where these proteins are  involved  is a continuous open question. The  indication 
of possible network(s) (as observed previously in chapter 2) between genes and the putative 
overlap  in some signal pathways, will lead us to future work  in the cross‐talk between HIV‐1 





of  the  cellular  proteins  in  HIV‐1  replication.  The  identification  of  new  kinases  and 
phosphatases  essential  for  viral  replication  emphasizes  the  cell  signalling  complexity  and 
instigates for further studies involving cellular pathways and HIV‐1 replication. Moreover, we 
show  the  feasibility  to  identify  host  factors  that  are  both  essential  to  the  virus  and  non‐
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Our  results  indicated  that  DNA‐PKcs  is  essential  for  HIV‐1  replication.  Down‐regulation  of 
DNA‐PKcs  led  to  an  inhibition  of  viral  transduction  and  to  a  consequent  decrease  in  the 
production of viral particles. Furthermore, our results showed that DNA‐PKcs does not act as 
a co‐factor for HIV‐1 neither  in the early steps of viral  infection or  in  integration but  instead 




































were  identified  as  essential  for HIV‐1  replication  (Rato  et  al.,  2010). One  of  the  identified 
proteins was CIB2, a calcium binding protein that has close homology to CIB1 (46 % identity, 






unclear, however has  already been  implicated  in haemostasis, DNA damage  response,  and 
apoptosis (Yamniuk et al., 2006). 
Similarly to CIB1, CIB2 function  is also not known.  Its homology with CIB1 may  indicate that 
CIB2 can also be a calcium binding protein. In fact, a recent study in mouse and human brain 
have associated CIB2  to Ca2+  signaling  involving ERK1/2 and PKC and also  localized CIB2 at 
Ku70 and Ku80 originating a complex, commonly named as DNA‐PK. This complex recognizes 
and binds  to  the damaged DNA,  targeting other protein  repair activities  to  the  site of DNA 
damage.  
Beyond  the  interaction with Ku70 and Ku80, DNAPKcs has been  implicated  to  interact with 
several other proteins and is involved in several signalling pathways. Studies have shown that 
DNA‐PKcs  interacts with C1D, a nuclear matrix associated  factor  (Yavuzer et al., 1998),  Lyn 













the  host  cell  as  DNA  damage,  activating  the  post‐integration  repair  through  the  NHEJ 
pathway. With  this mechanism, HIV‐1 could avoid  the pro‐apoptotic signal mediated by  the 
DNA gaps and efficiently complete the provirus integration (Daniel et al., 2004). However, this 
hypothesis was  refuted by a different  study with DNA‐PKcs and Ku‐deficient  cells,  showing 
that DNA‐PKcs is not required for an efficient HIV‐1 integration together with NHEJ pathways 
(Baekelandt  et  al.,  2000).  Later,  a  new  study  arguing  that  NHEJ  pathway  usually  repairs 
double‐strand breaks, but not  single‐stranded gaps, proposed a different  function  for NHEJ 
pathway  during  the  early  phase  of  lentiviral  infection.  The  dsDNA  ends  produced  during 
reverse transcription could serve as a pro‐apoptotic signal during retroviral infection and that 
could be  implicated  in  the  removal of  this pro‐apoptotic  signal by DNA  circularization  (Van 
Maele and Debyser, 2005). This hypothesis was corroborated by two other studies where the 
lack of  the NHEJ pathway  components  (Ku80, XRCC4 or  ligase  IV) was directly  related  to a 




to  Tat  protein  to  increase  the  phosphorylation  state  of  Sp1,  resulting  in  upregulated 
expression of  the HIV‐1  LTR  (Chun  et al., 1998; Rossi  et al., 2006).cellular membranes  and 
Golgi apparatus (Blazejczyk et al., 2009). Furthermore, CIB2 has also been showed to interact 
with integrins (Hager et al., 2008).  
Due  to  the  homology  between  CIB2  and  CIB1  and  since  CIB1  interacts with DNA‐PKcs we 
hypothesized that DNA‐PKcs, as CIB2, could have an assistant role during HIV‐1 replication. 
DNA‐PKcs  is  a  kinase  DNA‐dependent, member  of  the  PI3K  family.  It  is  involved  in  signal 
transduction  cascades  related  to NHEJ pathway, V(D)J  recombination, apoptosis  cell death, 
telomere maintenance  and  other  pathways  of  genome  surveillance  (reviewed  in  Dip  and 
Naegeli, 2005). The best studied function of DNA‐PKcs is its central role in the double strand 
breaks  (DSBs)  repair  in order  to maintain  the  chromosomal  integrity.  In higher eukaryotes, 
NHEJ  is  the primary pathway  responsible  for DSBs, which  rejoins  free DNA ends without a 
homologous template (reviewed in Shrivastav et al., 2008). Six core proteins are required for 








and binds  to  the damaged DNA,  targeting other protein  repair activities  to  the  site of DNA 
damage.  
Beyond  the  interaction with Ku70 and Ku80, DNAPKcs has been  implicated  to  interact with 
several other proteins and is involved in several signalling pathways. Studies have shown that 
DNA‐PKcs  interacts with C1D, a nuclear matrix associated  factor  (Yavuzer et al., 1998),  Lyn 







the  host  cell  as  a  DNA  damage,  activating  the  post‐integration  repair  through  the  NHEJ 
pathway. With  this mechanism, HIV‐1 could avoid  the pro‐apoptotic signal mediated by  the 
DNA gaps and complete efficiently the provirus integration (Daniel et al., 2004). However, this 
hypothesis was  refuted by a different  study with DNA‐PKcs and Ku‐deficient  cells,  showing 
that DNA‐PKcs is not required for an efficient HIV‐1 integration together with NHEJ pathways 
(Baekelandt  et  al.,  2000).  Later,  a  new  study  arguing  that  NHEJ  pathway  usually  repairs 
double‐strand breaks, but not  single‐stranded gaps, proposed a different  function  for NHEJ 
pathway  during  the  early  phase  of  lentiviral  infection.  The  dsDNA  ends  produced  during 
reverse transcription could serve as a pro‐apoptotic signal during retroviral infection and that 
could be  implicated  in  the  removal of  this pro‐apoptotic  signal by DNA  circularization  (Van 
Maele and Debyser, 2005). This hypothesis was corroborated by two other studies where the 
lack of  the NHEJ pathway  components  (Ku80, XRCC4 or  ligase  IV) was directly  related  to a 
decrease in 2‐LTR circles production (Li et al., 2001; Jeanson et al., 2002). Nevertheless, DNA‐















function  in HIV‐1  entry  or  integration  but  due  to  a  role  in HIV‐1‐LTR  driven  transcription. 
These results suggest that DNA‐PKcs and CIB2 act independently during HIV‐1 infection. 












HEK293T  (ATCC, VA, USA)  and HeLa‐P4  cells  (HeLa‐CD4‐LTR‐β‐gal, AIDS Reagent, MD, USA, 
contributor Dr. Dr. Michael Emerman) were grown  in DMEM  supplemented with 10 %  FBS 
(DMEM‐10).  Jurkat  E6‐1  T‐cells  (obtained  AIDS  Reagent, MD,  USA,  contributor  Dr.  Arthur 
Weiss)  were  cultured  in  RPMI‐1640,  supplemented  with  10 %  FBS  (RPMI‐10).  Jurkat  cells 






To  produce  Jurkat  cell  lines  expressing  shRNA  cassettes,  transducing  particles  containing 
shRNAs were provided from Luis Moita (IMM, Portugal). Briefly, to produce lentiviral particles 
HEK293T cells were co‐transfected with pHEF‐VSVG, pLKO.1, and pCMVΔR8.9 plasmid DNAs 
(plasmids were obtained  from  the RNAi  consortium  (TRC)), by  calcium‐phosphate method. 
After 48 h lentiviral particles were collected and tittered via a p24 antigen ELISA assay.  
The viral particles were used  for transducing  Jurkat E6‐1 cells. Cells were ressuspended  in a 
viral preparation and subject to spinoculation (O'Doherty et al., 2000). 48 h after, transduced 
cells were isolated with ClonaCell™‐TCS semi‐solid medium (StemCell Technologies, Grenoble, 






reagent,  contributor Dr. Malcolm Martin)  and  after  48  h, HIV‐1NL4‐3  virions were  collected 
from supernatant cultures and measured by p24CA ELISA  (AIDS & Cancer Research Program, 
NCI  Frederick, MD, USA).  These  viruses were  used  to  infect  Jurkat  cells  and  shRNA‐Jurkat 















cells  were  washed  with  ice‐cold  PBS  (1x)  and  lysed  in  RIPA  lysis  buffer  (50  mM  Tris‐Cl 
[pH=7,2],  150 mM  NaCl,  1 %  Triton  X‐100)  for  30 min  at  4 oC.  Protein  concentration was 
quantified by Bradford colorimetric assay (BioRad, CA, USA). Same amounts of protein were 
analyzed  by  an  SDS‐PAGE  (7  %  for  DNA‐PKcs  and  12  %  for  Gag  protein  detection)  and 
transferred onto nitrocellulose membranes (GE Healthcare, Buckinghamshire, UK). DNA‐PKcs 
blotting was performed with  the  anti‐DNA‐PKcs primary  antibody  (Ab‐4, Thermo  Scientific, 
CA,  USA),  followed  by  incubation  with  anti‐mouse  HRP‐conjugated  secondary  antibody 
(BioRad). For Gag protein detection, anti‐p24 primary antibody (AIDS Reagent, #530, from Dr. 
Susan Zolla‐Pazner) was used succeeded by anti‐human HRP‐conjugated secondary antibody 
(SC‐2453,  Santa  Cruz  Biotechnology,  CA,  USA).  Endogenous  controls  were  blotted  with 
anti‐β‐actin  (AC‐15, Abcam,  Cambridge, UK)  and  anti‐GAPDH  primary  antibody  (6C5,  Santa 
Cruz  Biotechnology,  CA,  USA),  followed  by  incubation  with  anti‐mouse  HRP‐conjugated 






to  the manufacturer’s  protocol.  cDNA was  synthesized  using  SuperScriptTM  III  First‐Strand 
Synthesis  SuperMix  for  qRT‐PCR  kit  (Invitrogen,  CA, USA)  according  to  the manufacturer’s 
protocol. qPCR was performed on an ABI Prism 7300 PCR  system  (Applied Biosystems, CA, 
USA), using the Maxima™ SYBR Green qPCR Master Mix (Fermentas, Ontario, Canada). Primer 












To  produce  eGFP‐encoding  lentiviruses  particles,  HEK293T  cells  were  co‐transfected  with 
pGagPol (Amendola et al., 2005), pRev (Amendola et al., 2005), pFugW (Lois et al., 2002) and 
pHEF‐VSVG  (AIDS  Research  and  Reference  Reagent  Program, Division  of  AIDS, NIAID, NIH, 
from  Dr.  Lung‐Ji  Chang)  or  pSVIIIexe7pA‐HxB2  (Sullivan  et  al.,  1998)  in  the  proportion  of 
2:1:1:0.2.  
After  48  h,  lentiviral  particles were  collected  and  quantified  by p24CA  ELISA.  shRNA  clones 
were transduced with the eGFP‐encoding  lentiviral particles at a MOI of 1 and enhanced by 
spinoculation.  Upon  6 h,  cells  were  washed  and  medium  was  replaced.  48 h  after 
post‐transduction, cells were collected  for  flow cytometry. BD FACS Calibur  (BD Bioscience, 





HeLa‐P4  cells were  co‐transfected with  300  ng  of  pLKO.1  shRNA  for DNA‐PK  gene  or with 
shRNA  control  and  100  ng  of  pHIV‐1NL4‐3.  Transfections were  performed with  FuGENE
® HD 
(Roche,  IN, USA)  according  to manufacturers’  protocol. Viral  particles were  collected  after 














































(Rato et al., 2010), we  sought  to evaluate  the  role of DNA‐PKcs  in HIV‐1  replication and  its 
correlation with CIB2  function. For this purpose, we generated five shRNA Jurkat cell clones 
constitutively expressing a different shRNA that target DNA‐PKcs mRNA. Down‐modulation of 
DNA‐PKcs was evaluated by qPCR  (mRNA  levels)  (figure 4.1A) and  immunoblotting  (protein 
expression) (figure 4.1B).  
Both experiments indicate that all shRNA clones efficiently knockdown DNA‐PKcs expression. 
Low  levels  of  DNA‐PKcs  mRNA  and  protein  were  detected  in  the  shRNA  clones  when 
compared with Jurkat cells alone or with control shSCRAM. The lowest protein levels detected 
by western blot were  in DNA‐PK‐1 and DNA‐PK‐3 clones. Neverthleless,  the mRNA  levels of 
DNA‐PKcs  in clone DNA‐PK‐3 was not as drastic as  in DNA‐PK‐1.  In  fact, DNA‐PK‐3 differs  in 
both experiment having about 31 % of mRNA expression and 5 % of protein expression (after 
quantification with Image J software), compared to Jurkat and shSCRAM. These observations 
could be  justified by DNA‐PKcs half‐life  that has been described  to be greater  than 5 days 
(Ajmani et al., 1995). Therefore, the partial inhibition of mRNA levels can enable some protein 
expression that due to proteins half‐life fosters an imbalance of mRNA: protein ratio. 
Figure  4.1. DNA‐PKcs  is  efficiently  knockdown  in  shRNA  clones. A. Evaluation  of DNA‐PKcs mRNA  levels  in  the 















After  generating  shRNA  T  cell  clones  that  efficiently  knockdown  DNA‐PKcs  expression we 
evaluated  if down‐modulation of DNA‐PKcs affected HIV‐1  replication. For  this purpose, we 
infected the five shRNA clones, the shSCRAM clone and Jurkat cells with HIVNL4‐3 at a MOI of 1 
and  seven  days  after  infection,  HIV‐1  replication was measured  through  quantification  of 
p24CA levels in cell culture supernatant by ELISA, and intracellularly by Western Blot analysis. 
As  shown  in  figure  4.2,  all  shDNA‐PKcs  clones  presented  very  low  levels  of  P24CA  in  the 
supernantant  (figure  4.2A)  as  well  as  intracellulary,  with  P24CA  being  barely  detected  by 
Western Blot (figure 4.2B). 








Figure  4.2. DNA‐PKcs  knockdown  inhibits HIV‐1  replication. A. shRNA  clones against DNAPKcs were  infected with 
HIVNL4‐3  and  7  days  after  infection,  HIV‐1  replication  was  measured  by  p24  quantification  in  the  cell  culture 
supernatant.  Values  are  relative  to  Jurkat  cells  infected  with  HIVNL4‐3  and  represent  the  mean  ±  SEM  (n  =  6). 








4.4.3. DNA‐PKcs‐knockdown  affects HIV‐1  replication without  influencing 
host‐cell viability 
 
To  exclude  the  hypothesis  that  the  low  levels  of HIV‐1  replication  observed  in  the  shRNA 




reliable,  once  it  presented  the most  consistent  values  in  all  experiments.  Therefore,  the 
subsequent experiments were performed only with  the  shDNA‐PK‐1  clone  that  came  to be 
designated as shDNA‐PK.  
As  observed  in  figure  4.3,  both  shRNA  control  and  shDNA‐PK  clones  exhibited  a  small 
decrease  in cell viability  in either  infected or non‐infected cells when compared with  Jurkat 
cells.  The  shRNA  integrated  cassette  by  promoting  the  continuous  activation  of  the  RNAi 
machinery, can in somehow influence the viability of Jurkat cells.  
When  comparing  shDNA‐PK  clone  with  shSCRAM  clone,  we  do  not  observe  a  significant 
difference between infected and non‐infected cells. 












4.4.4.  shDNA‐PKcs  do  not  affect  integration  or  early  steps  of  HIV‐1 
replication 
 
The  observation  that DNA‐PKcs  down‐modulation  promotes  a  dramatic  reduction  of HIV‐1 
replication, led us to further study the function of DNA‐PKcs in different steps of the HIV‐1 life 
cycle.  Experiments were  performed  to  evaluate  if DNA‐PKcs  affects  viral  integration  or  an 
earlier  step  during  HIV‐1  infection.  Thus,  we  transduced  shRNA  clones  with  lentiviruses 
expressing  EGFP  cassette, pseudotyped with  a VSV‐G  envelope or with HIV‐1  gp120.  EGFP 
gene is under control of ubiquitin‐C promoter, allowing the expression of EGFP independently 
of  HIV‐LTR.  After  transduction  in  the  shRNA  clones,  EGFP  is  only  expressed  after  viral 
integration in host cells occurs. EGFP positive cells were detected by flow cytometry.  
Transduction with VSV‐G pseudotyped lentiviruses allowed the bypass of the entry step of the 
HIV‐1  life  cycle and  thus only HIV‐1  integration was evaluated.  Instead,  the entry  step was 
assessed after cells transduction with gp120 pseudotyped lentiviruses.  
Analysis of EGFP expression at 48 h post‐transduction showed that shDNA‐PK do not lead to a 
decrease  in  fluorescence,  compared with  shSCRAM,  during  transduction with  VSV‐G‐  and 
gp120‐lentiviral particles (figure 4.4, black bars and white bars, respectively).  Indeed, results 
indicate an increase of EGFP expression when comparing shDNA‐PK with shSCRAM. 
These  results  indicate  that  the  restriction  effect  of  shDNA‐PK  in  HIV‐1  replication  is  not 
reflected neither in integration nor in the early steps if HIV replication.  
Figure 4.4. Knockdown of DNA‐PKcs do not affect integration or entry steps during HIV‐1 life cycle. Jurkat shRNA 
clones were transduced with EGFP‐expressing  lentiviral particles  (FugW‐EGFP) pseudotyped with VSV‐G and HIV‐1 
gp120.  After  48  h,  EGFP  expression was measured  by  flow  cytometry.  Values  are  relative  to  the  percentage  of 
shSCRAM  EGFP  positive  cell  and  represent mean  ±  SEM  (n  =  3).  Black  bars  indicate  values  for  shRNA  clones 










From the previous results we observed that DNA‐PKcs  is  important for HIV‐1  infection, once 
DNA‐PKcs knockdown affected viral proteins expression and viral production. Nevertheless, 
results  indicate  that  DNA‐PKcs  is  not  essential  for  entry  or  integration  of  HIV‐1.  Taken 





in  the  presence  of  Tat  protein.  Thus  when  cells  are  transfected  and  Tat  is  expressed 
β‐Galactosidase  is  also  produced,  being  detected  by  a  colorimetric  assay  (CPRG). 
β‐Galactosidase  activity  and  virus  production were  evaluated  after  48h  of  co‐transfection 
(figure 4.5). It was observed that cells transfected with pLKO.1shDNA‐PK have about 20 % of 
β‐Galactosidase  expression  compared  with  pLKO.1shSCRAM  transfection  (black  bars).  The 
decrease  of  β‐Galactosidase  suggest  that  shRNA  lead  to  an  inhibition  of  Tat  expression 




co‐transfected  with  pHIV‐1NL4‐3  and  the  different  shRNA  plasmids.  After  48  h,  cells  were  harvested  and  HIV‐1‐LTR 















The  observation  that  DNA‐PKcs  acts  as  a  co‐factor  for  HIV‐1‐LTR  transcription  led  us  to 
question on the underlying mechanism of this protein. To answer this question, we evaluated 
the  production  of  HIV‐1  transcripts  by measuring  tat  levels  in  HeLaP4  cells  after  48 h  of 
pLKO.1shRNA  and  pHIVNL4‐3  co‐transfection.  Our  data  (figure  4.6)  showed  that 
down‐modulation of DNA‐PK led to a decrease in the mRNA tat levels and this is reflected in 
β‐Galactosidase  expression.  In  this  system, HIV‐LTR  driven  transcription  occurs  in  pHIVNL4‐3 
and in LTR‐β‐Galactosidase construction. As observed in the previous results, the decrease of 
β‐Galactosidase expression  is a consequence of  the decrease of Tat  levels  from pHIVNL4‐3, as 
β‐Galactosidase can only be expressed after activation of HIV‐LTR by Tat.  









Figure 4.6. DNA‐PKcs knockdown affect  late LTR‐driven transcription. Transient assays were performed  in HeLa‐P4 
cells co‐transfected with pNL4‐3 and DNA‐PKcs plasmid and after 48h Tat levels were evaluated by qPCR. Cells lysates 













replication  has  been  enormously.  The  development  of  genome  wide  screens  aided  by 
advances  in  the  application of RNAi has  contributed enormously  to  this  growth.  Therefore 
these screens permitted the  identification of new co‐factors  important  for HIV‐1 replication 
(Brass et al., 2008; Konig et al., 2008; Zhou et al., 2008; Yeung et al., 2009). Concomitantly, 
our group has also recently performed an RNAi based screen in Jurkat T cells where we were 
able  to  identify  several  newly  cellular  proteins  that were  shown  to  be  essential  for HIV‐1 
replication  (Rato  et  al.,  2010). Our  screen  gave  a  new  approach,  having  identified mainly 
kinases and phosphatases and proteins related to this class of proteins.  
One of  the  identified proteins  from  the previous  screen was CIB2, a poorly  known protein 
with homology  to CIB1. Our previous  results  indicated  that  this protein has  a  role  in early 
steps  of  HIV‐1  life  cycle,  not  affecting  integration  or  viral  transcription.  CIB2,  due  to  its 
homology to CIB1, has also been hypothesized to be a DNA‐PKcs interacting protein. Based in 
these homologies we have decided  to evaluate  the  role of DNA‐PKcs during HIV  infection. 
Some  studies  have  implicated  DNA‐PKcs  in  HIV‐1  replication.  DNA‐PKcs  role  seems  to  be 
positive and has been identified by several research groups as a cofactor for HIV‐1 (reviewed 
in Van Maele  and Debyser, 2005),  including  in one of  the  genome wide  screens described 




PKcs. Our  results  indicated  that  down‐regulation  of DNA‐PKcs  led  to  a  resistance  of  T‐cell 
clones to HIV‐1 replication. This was observed by a decrease in viral proteins expression and 
consequently, viral particles production.  In contrast with previous reports, HIV‐1  infection  in 











Beyond  confirming  that  DNA‐PKcs  was  essential  for  HIV‐1  replication  we  addressed  the 
question of  in which  step of  the HIV‐1  life cycle could  this protein be  involved. Our  results 
indicate that DNA‐PKcs  is dispensable  for virus entry and  for HIV‐1 genome  integration, but 
seems to have an important role in HIV‐1‐LTR driven transcription. These results flare up the 
controversy  around DNA‐PK  role  during HIV‐1  integration. Our  study  is  in  agreement with 
Baekelandt et al., 2000 and Ariumi et al., 2005  studies, where  they  show  that DNA‐PKcs  is 
dispensable  for  HIV‐1  integration  step.  These  independent  studies  together  with  ours, 
although using different types of cells and different experimental designs have converged  in 
the  conclusion of  a dispensable  role of DNA‐PKcs  in HIV‐1  integration. Nevertheless,  these 
studies diverge from two other studies from another group, where they identify DNA‐PKcs as 
important  for  HIV‐1  integration  (Daniel  et  al.,  1999;  Daniel  et  al.,  2004).  The  differences 
between  this antagonistic data were already described without being  conclusive, being  the 




of  EGFP  expression  were  even  though  higher  that  the  control  shSCRAM.  These  results 
corroborate the data reported by Ariumi et al., 2005, where they detected a two fold increase 
when  transduced  deficient  DNA‐PKcs  cells with  lentiviruses  particles  compared with  non‐
deficient.  These  results  strengthen  the  concordance  of  the  two  studies  and  lead  to  the 
hypothesis of a positive role of DNA‐PKcs in HIV‐1 integration.  
Our  results pointed out a new and different  role  for DNA‐PKcs  in HIV‐1  infection. Our data 
indicated  that  DNA‐PKcs  plays  a  critical  role  in  HIV‐1‐LTR  driven  transcription  and  can 
influence the formation of the elongated transcripts. 
HIV‐1  LTR driven  transcription  is  dependent  on  transcription  factors  as  Sp1  and NFκB  and 
initially  promotes  the  formation  of  short  viral  transcripts  in  the  absence  of  Tat.  However 












Sp1  in a DNA‐PK dependent manner,  indicating a possible positive  function of DNA‐PKcs  in 
HIV‐1  transcription.  Therefore,  our  results  together with  previous  studies  can  lead  to  the 
hypothesis that during HIV‐1 replication DNA‐PK can play a different role from the DNA break 
repair. DNA‐PKcs could phosphorylate Sp1 transcription factor, enhancing HIV‐1 transcription. 
Concomitantly with  these  results, DNA‐PKcs was already described  to phosphorylate Sp1  in 
HeLa cells  (Jackson et al., 1990). Our results, when quantifying Tat  levels  in HeLa‐P4 cells  in 
the  presence  of  shRNA  indicate  a  role  of  DNA‐PKcs  in  elongated  viral  late  transcripts 
formation. Therefore,  in our model DNA‐PKcs  can phosphorylate Sp1,  influencing viral RNA 
elongated transcription. Future studies should be performed to evaluate if the crucial role of 
DNA‐PKcs  in  HIV‐1  LTR  transcription  is  due  to  direct  binding  to  Tat,  being  recruited  to 
phosphorylate  Sp1  and  triggering  the  viral  elongated  RNA  transcription  or  if  DNA‐PKcs  is 
responsible for Sp1 activity even when HIV‐1‐LTR transcription independent of Tat occurs. 
With  this work we  also  intended  to  understand  if  a  correlation  exists  between  CIB2  and 
DNA‐PKcs  during  HIV‐1  replication.  Comparing  the  results  from  this  studies  and  from  our 




strong  effect  in HIV‐1  transcription.  Taken  together  and  not  excluding  the  possibility  of  a 
hypothetic  interaction between CIB2 and DNA‐PKcs, these two proteins have separate roles 
during viral infection. 
In  conclusion,  our  study  revealed  a  different  role  of  DNA‐PKcs  during  HIV‐1  infection,  in 
HIV‐1‐LTR driven transcription. This work not only contributed to a better knowledge of DNA‐
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enormous  effort  has  been made  to  prolong  life  of  infected  patients  and  to  find  a  cure. 
However AIDS  is still considered an  incurable disease. HAART, the current therapy accepted 
by UNAIDS and WHO, is considered the most effective until now and can prolong the infected 
patients  survival  (UNAIDS,  2008).  This  therapy  is  based  in  a  combination  of  antiretroviral 
drugs  that act directly against  the virus. Combinations usually comprise  three antiretroviral 
drugs, usually  two nucleoside analogues and either a protease  inhibitor or a nonnucleoside 
reverse‐transcriptase inhibitor (Clavel and Hance, 2004). Despite the use of different antiviral 
drugs  acting  differently  against  HIV,  the  emergence  of  viral  mutant  persists,  leading  to 
antiretroviral  agents’  resistance.  The  high mutation  rate  of  is  due  to  reverse  transcription 
notoriously  prone  to  error  that  introduces  on  average  one mutation  for  each  three  viral 
genome transcribed (Chen et al., 2004). Furthermore, HIV has the ability to persist latently in 
cellular  reservoirs,  from where  it  is  triggered  (by unknown mechanism(s))  to produce  viral 
particles  that  infect new  cells  (reviewed  in Richman  et al., 2009). Combination of  the high 
mutation rate with the high  level of viral production and  infection result  in a deadly diverse 
viral population that is very difficult to eliminate.  
Facing  the  difficulties  to  eradicate  HIV‐1,  new  antiviral  strategies  have  to  emerge.  One 
possible  approach  is  to  target  cellular  factors  instead of  viral proteins. HIV‐1  is  completely 
dependent on  its host machinery, both to promote  its replication and, at the same time, to 
subvert and evade  the antiviral  responses of  the  cell  (Stevenson, 2003). Moreover,  cellular 
proteins  compared  to  viral proteins are much  less  variable and  some are easily druggable. 
Therefore, the use of cellular proteins with a positive effect on HIV‐1 replication could be a 
very promising approach  for  the development of new antiviral strategies. Nevertheless,  the 
only  anti‐HIV‐1  drug  that  as  been  clinical  approved  against  a  cellular  protein  is Maraviroc 
(Pfizer’s Sutent), which binds to CCR5 and blocks its interaction with the viral envelope gp120, 
preventing membrane fusion events necessary for viral entry (Dorr et al., 2005). Three other 
antagonists  for  CCR5  are  in  clinical  trials,  in  phase  II  and  III  (Hughes,  2010).  The  lack  of 
antiviral  therapies based  in  cellular  factors offers an opportunity  to  reveal potential helper 
factors for HIV‐1 replication.  
The work  presented  in  this  thesis  pursuited  the  identification  and  characterization  of new 









control  signal  pathways  in  a  “switch  on/off”  system make  them  good  targets  for  therapy 
(Hopkins and Groom, 2002; Russ and Lampel, 2005). In fact, a considerable progress has been 
made to understand the function of kinases and phosphatases and novel drugs are currently 
used. Several  inhibitors have been developed against  these proteins and some of  them are 
already  commercialized  (Norman,  2010).  The  first  kinase  inhibitor  commercialized  was 
Imatinib  (Novartis’ Gleevec)  that  is used  to  treat certain  types of cancer.  It  is active against 
the  tyrosine kinase Abl  (V‐abl Abelson murine  leukemia viral oncogene homolog 1). Others 
like  Erlotinib  (OSI/Roche’s  Tarceva),  against  epidermal  growth  factor  receptor  (EGFR)  and 
Sunitinib  (Pfizer’s Sutent), receptor tyrosine kinase  (RTK)  inhibitor have been also successful 
applied  against  several  kinds  of  cancer.  The  number  of  inhibitors,  mainly  for  kinases  is 
growing  fast.  In  2009,  201  small‐molecule  kinase  inhibitors  were  in  active  clinical 






In  this work we  successfully developed an  innovative  strategy based  in RNAi  technology  to 
identify  newly  cellular  factors  essential  for HIV‐1. We  built  up  a  feasible  and  reproducible 
shRNA  screen  in  Jurkat  T  cells  against  cellular  proteins  that  could  contribute  for  HIV‐1 
replication, using a shRNA library covering all human “kinome” and “phosphatome”. With this 




The  construction  of  shRNA  libraries  that  target mammallian  genes  (Paddison  et  al.,  2004) 
triggered the development of shRNA screens in various areas facilitating the identification and 
characterization  of  cellular  genes  (e.g.  Tsuji  et  al.,  2005;  Ngo  et  al.,  2006).  Therefore, 







proteins  important  for  HIV‐1  replication.  In  2008  the  first  genome‐wide  screening  was 
published  by  Brass  et  al.,  followed  by  other  groups  (Konig  et  al.,  2008;  Zhou  et  al.,  2008; 
Yeung et al., 2009) and ours. From  these  screens, hundreds of cellular proteins needed  for 
HIV‐1 to replicate were uncovered. However, a reduced overlap between the different studies 
was observed. These data highlights the complexity and wide connections between host cell 
and  viruses  (Goff,  2008; Kok  et al., 2009; Hirsch,  2010). Despite  the different  screens  that 
have  been  developed,  our  strategy  stands  out  due  to  its  original  platform with  successful 
cut‐off criteria which resulted  in a very  interesting output. The use of a T cell  line to better 
mimic the natural host cell, together with the use of a restricted shRNA library against human 




pulled  out  other  proteins  with  different  functions.  Even  though  these  proteins  were  not 
kinases  or  phosphatases,  their  putative  connection  to  these  proteins  and/or  their 
involvement in some signal pathways lead us to include them in the subsequent studies.  
From all  fourteen proteins  identified  in our  screen,  thirteen were validated as essential  for 
HIV‐1  replication with no  significant effect  in  cell viability  (chapter 2). These proteins were 
then  characterized  to understand  their  function  in  the HIV‐1  life  cycle. Crucial  steps of  the 
HIV‐1  life  cycle were analysed  in  cells deficient  for  the  studied proteins and gathered data 
indicated  that  all protein were  important during  the  early  steps of HIV‐1  infection, before 
integration, showing no effect  in HIV‐1  integration. We have also demonstrated that PRKD1, 
MAP3K2, MAPK9, RAD23B, EZH2, PPFIA2, PPFIBP1, WT1 and STK24 proteins have  influence 






protein, we  evaluated  the  role  of DNA‐PKcs  during  different  steps  of HIV‐1  life  cycle. Our 








al.,  2005).  Nevertheless  our  data  suggest  a  role  for  DNA‐PKcs  that  has  not  yet  been 
demonstrated.  We  discovered  that  DNA‐PKcs  has  a  crucial  role  during  HIV‐1‐LTR  driven 
transcription, and specifically in Tat transcription (elongated transcripts). Our results together 
with  observations  in  Chun  et  al.,  lead  to  a  hypothetical  function  of  DNA‐PKcs  in  HIV‐1 
transcription  through  regulation  of  Sp1  transcription  factor.  Furthermore  due  to  the 
dissimilarities between the CIB2 function and DNA‐PKcs function in HIV‐1 context, these two 
proteins do not seem to function as partners during HIV‐1 replication (chapter 4). 
The work presented  in  this  thesis disclosed  the  function of  several  cellular proteins during 
HIV‐1 replication, giving a significant contribution to the understanding of complex  interplay 












the  HIV‐1  life  cycle, we  also  open  new  perspectives  for  studying  the  signalling  pathways 
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